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Animais estuarinos, como a ostra nativa Crassostrea brasiliana, possuem 
mecanismos fisiológicos e bioquímicos de adaptação e tolerância às 
variações de salinidade constantes destes ambientes. Além destas 
variações, os estuários estão sob constante pressão das atividades 
antrópicas e recebem diariamente resíduos constituídos por misturas 
complexas de compostos químicos, tais como os hidrocarbonetos 
policíclicos aromáticos fenantreno, pireno e fluoreno. A ostra nativa C. 
brasiliana possui viabilidade zootécnica e econômica para cultivo, além 
de mostrar-se potencial espécie biomonitora em programas de 
monitoramento ambiental em estuários. Com o objetivo de avaliar 
respostas moleculares e bioquímicas de C. brasiliana expostas a 
diferentes HPAs e salinidades, e contribuir com a busca de novos 
biomarcadores de contaminação por HPAs, neste trabalho foi avaliada, 
em um primeiro experimento, a influência de três salinidades (35, 25 e 10 
‰) nos níveis transcricionais de genes relacionados ao metabolismo de 
biotransformação, ao metabolismo de aminoácidos e ácidos graxos e de 
genes que codificam para enzimas antioxidantes,  em brânquias de C. 
brasiliana expostas ao fenantreno (100 g.L-1). Genes de 
biotransformação de fase I (CYP2AU1 e CYP2-like1) e fase II (GSTm-like 
e GSTΩ-like) foram afetados principalmente pela exposição ao 
fenantreno e salinidade, respectivamente. Os resultados de interação entre 
os fatores salinidade e fenantreno nos genes CYP2-like2 e SULT-like 
sugerem que, em baixas salinidades, as ostras são mais susceptíveis aos 
efeitos do fenantreno em nível transcricional. O efeito da salinidade sobre 
os genes relacionados ao sistema de defesa antioxidante (CAT-like e SOD-
like) e metabolismo de aminoácidos (GAD-like, GLYT-like, ARG-like e 
TAUT-like) sugere um importante papel desses genes na codificação de 
proteínas que envolvem proteção contra danos oxidativos e adaptações 
celulares à salinidade. Em um segundo experimento, foram avaliadas as 
respostas moleculares e de enzimas de biotransformação em brânquias de 
C. brasiliana expostas a duas concentrações de pireno (50 e 100 g.L-1) 
e fluoreno (100 e 200 g.L-1). A exposição ao pireno induziu 
significativamente a transcrição dos genes e atividade de enzimas de 
biotransformação de fase I e II: CYP1-like; CYP2-like, CYP356A1-like; 
CYP2AU1; GSTΩ-like; GSTm-like; SULT-like; atividade GSTm e 
EROD, ressaltando a importância desse processo em C. brasiliana. Em 
resposta à exposição ao fluoreno, houve o aumento da transcrição apenas 
do gene CYP2AU1. A maior quantidade de respostas encontradas no 
  
pireno comparadas ao fluoreno, pode estar relacionada à maior 
lipofilicidade do pireno, tendendo à maior interação hidrofóbica com as 
camadas lipídicas da membrana celular e do retículo endoplasmático, 
facilitando sua entrada. Em suma, este estudo mostra o envolvimento de 
genes e enzimas relacionados com o sistema de biotransformação de fase 
I e II de HPAs em ostras C. brasiliana e evidencia os efeitos da salinidade 
sobre a transcrição de genes do sistema antioxidante e do metabolismo de 
aminoácidos. Além disso, contribui na busca de novos biomarcadores de 
contaminação aquática por HPAs e sugere o uso do gene CYP2AU1 como 
potencial biomarcador molecular em ostras C. brasiliana expostas a estes 
compostos. 
 





Estuarine animals, such as the oyster Crassostrea brasiliana, possess 
physiological and biochemical mechanisms of adaptation to tolerate 
constant salinity changes. These ecosystems are under constant pressure 
due to anthropogenic activities and receive high input of xenobiotics, 
including polycyclic aromatic hydrocarbons (PAHs), such as 
phenanthrene, pyrene and fluorene. Oysters C. brasiliana show 
zootechnical and economical viability for aquaculture and are a potential 
biomonitoring species in environmental programs. The aim of this study 
was to evaluate biochemical and molecular responses in C. brasiliana 
exposed to different PAHs and salinities in order to search for new 
potential biomarkers of PAH contamination. In the first study, the 
transcriptional changes in gills of oysters exposed to phenanthrene (100 
g.L-1) kept at three salinities (35, 25 e 10 ‰) were evaluated. Phase I 
(CYP2AU1 e CYP2-like1) and phase II (GSTm-like e GSTΩ-like) 
biotransformation genes in gill of oysters were affected mainly by 
phenanthrene exposure and salinity, respectively. The interaction effects 
of salinity and phenanthrene upon CYP2-like2 and SULT-like genes 
suggest that at low salinity oysters were more responsive to the 
phenanthrene effects at the transcriptional level. Antioxidant defense 
metabolism (CAT-like e SOD-like) and amino acid metabolism (GAD-
like, GLYT-like, ARG-like e TAUT-like) -related genes were responsive to 
salinity, suggesting an important role of these genes in codifying proteins 
involved in oxidative damage protection and salinity cellular adaptation. 
In a second study, molecular and enzymatic biotransformation responses 
were evaluated in gills of oysters exposed to pyrene (50 e 100 g.L-1) and 
fluorene (100 e 200 g.L-1). Pyrene exposure strongly induced CYP1-like; 
CYP2-like, CYP356A1-like; CYP2AU1; GSTΩ-like; GSTm-like; SULT-
like gene transcription and GSTm and EROD activity, highlighting the 
importance of phase I and II biotransformation processes in C. brasiliana. 
Oysters exposed to fluorene showed an increase only in CYP2AU1 
transcript levels. The highest amount of responses found in pyrene 
compared to fluorene exposure may be associated to the pyrene higher 
lipophilicity. The greater hydrophobic interaction between pyrene and 
lipid layers of the cell membrane and endoplasmic reticulum, facilitates 
its entry. Thereby, these studies show the involvement of genes and 
enzymes related to PAH phase I and II biotransformation system in C. 
brasiliana. In addition, they highlight the effects of salinity in the 
transcript levels of antioxidant and amino acid metabolism -related genes. 
  
They also contribute to the identification of new biomarkers of aquatic 
PAH contamination and suggests the use of CYP2AU1 gene as potential 
molecular biomarker in oysters, C. brasiliana, exposed to these 
compounds. 
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CAPÍTULO 1  
 
1. INTRODUÇÃO GERAL 
 
1.1. Considerações sobre a estrutura geral do texto 
 
Este documento está organizado em quatro Capítulos e dois 
Apêndices.  
O Capítulo 1 contém a justificativa da realização desse trabalho, 
uma revisão bibliográfica de temas abordados ao longo do 
desenvolvimento da tese, e ainda o objetivo geral e os objetivos 
específicos.  
O Capítulo 2 apresenta os resultados da avaliação dos níveis de 
transcrição gênica em brânquias de ostras Crassostrea brasiliana 
expostas ao fenantreno em diferentes salinidades, na forma de artigo 
científico, com algumas informações suplementares. Esse capítulo foi 
publicado na revista Aquatic Toxicology (ZACCHI et al., 2017) e parte 
dos seus dados (referentes aos genes normalizadores e não publicados 
nessa primeira revista), foram publicados na revista Environmental 
Toxicology and Chemistry (MÜLLER et al., 2017). 
O Capítulo 3 apresenta resultados da avaliação molecular e 
bioquímica do sistema de biotransformação de ostras Crassostrea 
brasiliana expostas a pireno e fluoreno. Esse capítulo está redigido na 
forma de artigo e formatado de acordo com as normas da revista Aquatic 
Toxicology. Os experimentos desse Capítulo foram realizados 
simultaneamente com duas espécies de ostras: Crassostrea brasiliana e 
Crassostrea gigas. Os resultados de ambas espécies serão submetidos 
como uma mesma publicação, possibilitando desta forma a comparação 
entre as respostas moleculares e enzimáticas entre as duas espécies de 
ostra. Os resultados referentes à ostra C. brasiliana são parte integrante 
dessa tese (Flávia Lucena Zacchi) e os resultados referentes à ostra C. 
gigas são parte integrante da tese de Marília Nardelli Siebert, do 
Programa de Pós-Graduação em Bioquímica da Universidade Federal de 
Santa Catarina. 
O Capítulo 4 apresenta as conclusões gerais da tese e perspectivas 
para a realização de novos estudos. 
O Apêndice A descreve o sistema de filtração de efluentes 
contaminados por HPAs, desenvolvido e montado para a 
descontaminação dos resíduos referentes aos experimentos dos Capítulos 
2 e 3. São apresentados neste Apêndice ainda, resultados que mostram os 
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HPAs quantificados na água de entrada e de saída do sistema, antes e após 
24 h de filtração. 
O Apêndice B apresenta alguns resultados referentes ao trabalho 
realizado em doutorado sanduíche, na Università degli Studi di Padova 
(UNIPD), Pádua, Itália, no período de setembro de 2015 a janeiro de 
2016, sob a supervisão do professor Dr. Tomaso Patarnello. Estes 
resultados são provenientes do projeto entitulado Gene expression 
profiling of marine-estuarine bivalves from Brazil: applications of basic 
sciences as a tool in environmental monitoring, CNPq Processo n 
202829/2015-4, coordenado pelo professor Dr. Denis Moledo de Souza 
Abessa, Universidade Estadual Paulista (UNESP), SP, Brasil. Para serem 
apresentados nesta tese foram escolhidos resultados das análises 
transcriptômicas, sequenciadas em plataforma Illumina, realizadas em 
glândula digestiva de ostras Crassostrea rhizophorae coletadas em quatro 
locais: dois locais em São Paulo, SP e dois locais em Florianópolis, SC. 
Ainda que de forma preliminar, esse Apêndice mostra genes com 
potencial de utilização como normalizadores. Essa etapa é de extrema 
importância para a posterior validação dos genes de interesse, por técnicas 
de PCR quantitativo. 
De acordo com o regulamento vigente do Programa de Pós-
graduação em Aquicultura da Universidade Federal de Santa Catarina, os 
capítulos contendo os resultados da tese devem estar, preferencialmente, 
na forma de artigo científico e formatados de acordo com as normas da 
revista escolhida para a submissão. A formatação dos Capítulos 2 e 3 não 
está de acordo com as normas da ABNT. Para tanto, o Capítulo 1 e 
Apêndices, não escritos em formato de artigo científico, foram 
formatados nas normas da ABNT. Para facilitar a leitura e a localização 
do leitor, ao longo do documento foram utilizadas continuamente as 
numerações das sessões, vinculando-as ao número de cada Capítulo. 
Todavia, a numeração das Tabelas e Figuras em cada Capítulo inicia-se a 
partir de 1. As referências bibliográficas dos Capítulos 2, 3 e Apêndices 
estão dispostas ao final destes. As referências bibliográficas do Capítulo 




1.2. Problemática e justificativa 
 
 A distribuição dos 7,3 bilhões de habitantes não é homogênea entre 
as regiões do planeta. A densidade populacional é significativamente 
maior nas regiões costeiras comparadas às regiões interioranas (SMALL; 
NICHOLLS, 2003). As zonas costeiras tornaram-se regiões atrativas à 
população humana em função da sua grande disponibilidade de recursos 
naturais; da sua representatividade logística, através de pontos de acesso 
ao comércio marítimo e de transporte; e da possibilidade da prática, no 
seu entorno, de atividades recreativas, culturais e de subsistência 
(NEWMANN et al., 2015). Como consequência da pressão dos seus 
recursos naturais, os ambientes costeiros de estuários e manguezais 
tornaram-se frequentes receptores de contaminantes. 
Rejeitos das atividades antrópicas lançados nas regiões estuarinas, 
representam misturas complexas ricas em compostos químicos, também 
chamados de xenobióticos (CONNELL, 1990; LIVINGSTONE, 1998), 
como por exemplo, os hidrocarbonetos policíclicos aromáticos (HPAs). 
 Os HPAs constituem uma classe de diversas moléculas orgânicas 
hidrofóbicas, contendo dois ou mais anéis benzênicos fundidos e 
apresentando ou não grupos substituintes ligados, normalmente presentes 
dentre os contaminantes ambientais (BEYER et al, 2010). Naftaleno, 
fenantreno, pireno, fluoreno, criseno, antraceno, benzo[e]pireno e 
benzo[a]pireno são alguns exemplos de HPAs encontrados e estudados 
em ambientes aquáticos contaminados e áreas de biomonitoramento 
(BEYER et al., 2010; LÜCHMANN et al., 2011; RAMACHANDRAN et 
al., 2006; RAMDINE et al., 2012; ZANETTE et al., 2011). Pelo fato de 
alguns HPAs serem considerados agentes carcinogênicos, esta classe de 
contaminantes é de alta prioridade nos estudos de biomonitoramento 
ambiental e programas de avaliação de riscos ecológicos de descargas de 
efluentes (BEYER et al., 2010). 
Diferentes estratégias vêm sendo desenvolvidas no sentido de 
monitorar a qualidade da água e avaliar os efeitos tóxicos causados pela 
presença de contaminantes, dentre as quais, se destacam os 
biomarcadores. Segundo Walker et al. (1996), biomarcadores são 
alterações biológicas em nível molecular, bioquímico, celular e 
fisiológico que podem expressar os efeitos tóxicos causados pelos 
xenobióticos. Nesse sentido, muitos estudos têm utilizado respostas 
bioquímicas e moleculares em moluscos bivalves (ALMEIDA et al., 
2007; RICHARDSON et al., 2008; LÜCHMANN et al., 2011; SAENZ et 
al., 2010; SEABRA PEREIRA et al., 2011; ZANETTE et al., 2011), como 
por exemplo em ostras. As ostras possuem a capacidade de bioacumular 
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contaminantes do ambiente e de responder rapidamente à sua exposição 
(BEBIANNO; BARREIRA, 2009; SOLÉ et al., 2007). São animais 
sésseis, filtradores, possuem ampla distribuição geográfica e, em muitos 
casos, são espécies dominantes em seu hábitat. Além disso, possuem 
grande importância econômica, sendo um dos animais aquáticos mais 
cultivados no mundo (BAINY et al., 2000; CAJARAVILLE et al., 2000; 
FAO, 2016). 
O cultivo de ostras é uma atividade geradora de renda que contribui 
para a conservação dos estuários, diminuindo a pressão sobre os estoques 
naturais e promovendo uma exploração menos agressiva ao ambiente 
(GUIMARÃES et al., 2008), porém, a prática do cultivo e engorda desses 
organismos exige águas isentas de poluição, tornando a preservação 
ambiental uma medida imprescindível para a realização desta atividade. 
No Brasil, apesar de uma produção ainda incipiente, a espécie 
Crassostrea brasiliana (= Crassostrea gasar) é cultivada em regiões 
estuarinas devido, principalmente, às características ambientais propícias 
ao desenvolvimento desses moluscos, que necessitam de águas de 
temperaturas amenas e ricas em nutrientes (IBGE, 2015; PROENÇA, 
2001; SILVA; ABSHER, 1995). Diversos fatores ambientais influenciam 
o cultivo e crescimento de ostras em ambientes estuarinos, tais como a 
produtividade primária, oxigênio dissolvido, salinidade, profundidade, 
dinâmica de correntes e sólidos em suspensão. Dentre esses fatores, a 
salinidade possui notável importância, pois apresenta variações diárias e 
sazonais nos estuários, sendo influenciada pelo regime de marés e 
períodos de chuva (VILANOVA; CHAVES, 1988). Estas variações de 
salinidade podem influenciar tanto de maneira isolada quanto sinérgica as 
respostas bioquímicas e moleculares de animais expostos a diferentes 
contaminantes nestes ambientes. Alguns trabalhos foram realizados a fim 
de elucidar os mecanismos e vias metabólicas influenciadas pelas 
variações de salinidade (DAMÁSIO et al., 2011; LEONARD et al., 2011; 
ZANETTE et al., 2011; ZACCARON DA SILVA et al., 2005; ZHAO et 
al., 2012). 
 Alterações bioquímicas e moleculares no sistema antioxidante e de 
biotransformação de xenobióticos foram relatadas em ostras da espécie 
C. brasiliana expostas à fração de óleo diesel acomodada em água 
(LÜCHMANN et al., 2011) e ao fenantreno (LÜCHMANN et al., 2015). 
A análise do transcriptoma de brânquias e glândula digestiva dessa 
mesma espécie exposta à fração de óleo diesel acomodada em água, a 
fenantreno e a esgoto sanitário identificou genes potencialmente 
envolvidos na biotransformação de xenobióticos e associados ao sistema 




uma vasta biblioteca de genes de interesse ecotoxicológico para estudos 
com C. brasiliana (LÜCHMANN et al., 2015). Em outro trabalho, foram 
observadas diferenças em análises bioquímicas e moleculares realizadas 
em ostras C. brasiliana coletadas em duas baías do Sul do Brasil 
(Guaratuba-PR e Babitonga-SC), variabilidade que pode estar associada 
às diferentes salinidades, onde os animais foram coletados (ZACCHI, 
2013). Porém, inexistem estudos que avaliem a interação da salinidade 
aliada à exposição aos HPAs em C. brasiliana.  
 Em função da importância biológica e econômica dos estuários, 
ambientes fortemente influenciados pelas variações de salinidade e 
contaminações de origem antrópica, a realização desta tese justifica-se no 
sentido de avaliar a influência desses fatores nas respostas moleculares 
e/ou bioquímicas das ostras nativas estuarinas C. brasiliana. Assim 
sendo, o presente trabalho visou avaliar a influência da salinidade sobre 
as respostas moleculares de C. brasiliana expostas a fenantreno, e analisar 
respostas moleculares e de enzimas de biotransformação de ostras C. 
brasiliana expostas a dois diferentes HPAs (pireno e fluoreno), com a 
finalidade de contribuir na busca de potenciais biomarcadores de 
exposição a contaminantes ambientais em ostras C. brasiliana. 
 
1.3. Revisão bibliográfica 
 
1.3.1. O crescimento populacional, a fome e a aquicultura como oferta 
de alimentos 
  
 A partir do século XIV, o crescimento populacional mundial tem 
se intensificado. No ano de 1930, habitavam no planeta Terra cerca de 2 
bilhões de pessoas. Em 1960, este número alcançou a marca de 3 bilhões, 
chegando a mais de 5 bilhões em 1980 e a 7,3 bilhões no ano de 2015 
(Figura 1) (PRB, 2016; UN, 2015). Embora não sejam as únicas, o 
aumento da população e sua relação com a má distribuição de renda estão 
entre as causas que explicam as altas taxas de subnutrição crônica 
mundial (WHES, 2016). Segundo a FAO (2015), estima-se que um em 
cada nove, ou 795 milhões de pessoas, compõem a parcela acometida pela 
fome, uma vez que aumentos na população mundial aumentam também a 
dificuldade de proporcionar um padrão de vida igualitário para todos. 
 Como tentativa de amenizar este problema, a aquicultura mostra-
se uma atividade viável de produção e oferta de alimentos. Ademais, a 
produção aquícola é uma alternativa de controle da sobreexplotação dos 
recursos pesqueiros oriunda da pesca extrativa excessiva, ou mesmo 
através da manutenção e reposição de estoques naturais. O termo 
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aquicultura refere-se a qualquer atividade com objetivo de desenvolver, 
engordar e comercializar animais e plantas aquáticas cultivados em água 
doce, salobra ou salgada (PILLAY; KUTTY, 2005). 
 
Figura 1. Crescimento população mundial em bilhões de habitantes ao longo 
dos anos. Em destaque, valores atuais de população mundial, para o ano de 
2017, entre 7 e 8 bilhões de habitantes. 
 
Fonte: ZACCHI, F.L. (Arquivo pessoal). Dados publicados pelas Nações 
Unidas (UN, 2017). 
 
 Em âmbito mundial, de acordo com o último levantamento 
realizado pela FAO (2016) a produção aquícola vem crescendo cerca de 
5,8% ao ano, com uma produção de pescados que aumentou de 44,3 
milhões de toneladas, no ano de 2005, para 73,8 milhões de toneladas no 
ano de 2014. Os valores de pescados cultivados, a cada ano, estão mais 
próximos da quantidade de pescados capturados, oriundos da pesca 
extrativa (93,4 milhões de toneladas mundiais). Dentre esta estatística, 
que inclui peixes, crustáceos e moluscos, a China é o país de maior 
produção de pescados provenientes da aquicultura, com um total de 45,5 
milhões de toneladas no ano de 2014 (FAO, 2016). A aquicultura mundial 
movimenta cerca de 160 bilhões de dólares anuais (FAO, 2016) e entre as 
espécies mais cultivadas no mundo, estão em ordem de maior produção: 




Cyprinus carpio), o molusco Ruditapes philippinarum, a tilápia do Nilo 
(Oreochromis niloticus) e o camarão Litopenaeus vannamei. Ainda, 
dentre as espécies mais cultivadas mundialmente, destacam-se os peixes 
salmonídeos Salmo salar e Oncorhynchus mykiss, os crustáceos Penaeus 
monodon e Procambarus clarkii, a ostra do Pacífico Crassostrea gigas e 
o bagre americano Ictalurus punctatus (FAO, 2016). Ainda em âmbito 
mundial, a produção total de ostras corresponde a aproximadamente 5 
milhões de toneladas. Deste total, aproximadamente 626 mil toneladas 
correspondem ao cultivo de C. gigas, 177 toneladas ao cultivo de C. gasar 
e 1500 toneladas ao cultivo de C. rhizophorae (FAO, 2016). 
 O Brasil aparece como o 13° país no ranking de produção aquícola 
mundial, com um total de 561.803 toneladas em 2014. Essa produção teve 
um crescimento de 118% em menos de 10 anos, visto que em 2005 os 
valores corresponderam a 257.784 toneladas (FAO, 2016). No ano de 
2015, último levantamento realizado até o momento, o IBGE registrou 
uma produção aquícola brasileira de 574.164 toneladas de pescados, 
avaliada em 4,4 bilhões de reais (IBGE, 2015). Desses valores, 84,14% 
referem-se ao cultivo de peixes, 12,2% ao cultivo de camarões e 3,66% 
ao cultivo de ostras, mexilhões e vieiras. A tilápia (Oreochromis 
niloticus) é o peixe mais cultivado no Brasil, seguida pelo peixe de água 
doce nativo tambaqui (Colossoma macropomum). Juntas, em 2015, essas 
duas espécies representaram 73,5% de toda a piscicultura brasileira. 
Ainda relacionado à piscicultura, com produção bem distribuída nas 
regiões brasileiras, os estados que mais produzem são, em ordem: 
Rondônia, Paraná, Mato Grosso, Santa Catarina, São Paulo e Ceará. No 
que diz respeito à carcinicultura, a região Nordeste é responsável pela 
quase totalidade da produção nacional (99,3%), sendo os estados do Ceará 
e Rio Grande do Norte os maiores produtores. Finalmente, referente ao 
cultivo de moluscos, Santa Catarina é o principal estado produtor, com 
98,1% da produção nacional (IBGE, 2015). A maricultura catarinense 
baseia-se na produção de mexilhões Perna perna, vieiras Nodipecten 
nodosus e ostras Crassostrea gigas (SANTA CATARINA, 2015). 
 
1.3.2. As espécies do gênero Crassostrea 
 
 A identificação e classificação das espécies de ostras do gênero 
Crassostrea (Sacco, 1897) vem sendo estudadas ao longo da costa 
brasileira há mais de três décadas. C. brasiliana (Lamarck, 1819) e C. 
rhizophorae (Guilding, 1828) já foram consideradas sinônimos de uma 
mesma espécie (SINGARAJAH, 1980) e posteriormente, separadas 
morfologicamente em duas espécies distintas (NASCIMENTO, 1991). 
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Rios (1994) sugeriu que todas as espécies nativas da costa brasileira 
pertenciam à espécie C. rhizophorae. Anos mais tarde, a partir de técnicas 
bioquímicas, Ignacio et al. (2000) tornaram a separar as ostras nativas em 
duas espécies: C. brasiliana e C. rhizophorae. Corroborando esse estudo, 
a partir de técnicas moleculares de PCR-RFLP, Lapègue et al. (2002) 
utilizaram o gene 16S mitocondrial para relatar a ocorrência de C. 
brasiliana e de C. rhizophorae na costa sulamericana e de uma terceira 
espécie originária da costa africana: C. gasar (Adanson, 1757). Pie et al. 
(2006), utilizaram a mesma sequência depositada no GenBank por 
Lapègue et al. (2002) para sugerir que C. brasiliana e C. gasar seriam 
sinônimos entre uma mesma espécie. Análises filogenéticas reforçaram a 
existência de duas espécies nativas diferentes (C. rhizophorae e C. gasar) 
e ainda sugeriram a presença de outra espécie exótica de Crassostrea sp., 
não identificada e encontrada na ilha de Canelas, no Pará. (MELO et al., 
2010a; VARELA et al., 2007) Melo et al. (2010a) ainda reforçaram a 
proximidade da nova espécie de Crassostrea sp. (ilha de Canelas) das 
espécies de Crassostrea da região do Indo-Pacífico, enquanto as outras 
duas espécies (C. rhizophorae e C. gasar) seriam filogeneticamente mais 
próximas das encontradas no Atlântico (por exemplo, C. virginica). 
Espécimes de C. gigas (Thunberg, 1793) foram detectados em bancos 
naturais do sul do Brasil (MELO et al, 2010b). Sua presença, porém, foi 
atribuída a possíveis escapes provenientes dos cultivos próximos. 
Os últimos trabalhos publicados, portanto, reiteraram a ocorrência 
de quatro espécies do gênero Crassostrea ao longo da costa brasileira: 
duas exóticas (C. gigas e, Crassostrea sp. Canela), e duas nativas: 
Crassostrea gasar ou Crassostrea brasiliana e C. rhizophorae 
(GALVÃO et al., 2012; LAZOSKI et al., 2011; MELO et al., 2013). 
Amaral e Simone (2014) propuseram uma mudança na classificação e 
distribuição dessas espécies, baseado em características anatômicas, 
morfológicas e localização geográfica. Segundo esses autores, não há a 
ocorrência de C. rhizophorae ou C. gasar na costa brasileira e sim, C. 
mangle em manguezais do Pará a Santa Catarina, C. brasiliana em 
manguezais e costões rochosos do Maranhão a Santa Catarina e C. praia 
somente no Rio Grande do Sul. Entretanto, ainda não há análises 
moleculares que comprovem a ocorrência dessas espécies. Salvi, Macali 
e Mariottini (2014), realizaram uma análise molecular filogenética mais 
robusta da família Ostreidae, baseada em sequências combinadas de loci 
mitocondriais e nucleares. Esses autores observaram uma distância 
genética muito baixa entre as espécies C. brasiliana e C. gasar, sugerindo 




* Nesta tese, por convenção e publicações já realizadas, serão adotadas as 
nomenclaturas Crassostrea brasiliana e Crassostrea rhizophorae para as 
ostras nativas. 
Embora ainda confusa, a identificação e localização de ocorrência 
de cada espécie do gênero Crassostrea na costa brasileira é importante 
para a preservação das espécies e essencial para o sucesso da 
ostreicultura, na definição de estratégias de produção e marketing na 
venda dos animais (AMARAL; SIMONE, 2014; VARELA et al., 2007). 
 
1.3.3. O cultivo de ostras no Brasil 
 
 O cultivo de ostras no Brasil é caracterizado por três espécies do 
gênero Crassostrea: as nativas C. brasiliana* e C. rhizophorae* e a 
exótica C. gigas. A espécie C. gigas, ostra mais cultivada no mundo 
(FAO, 2016), foi inserida no Brasil em meados dos anos 70 quando alguns 
cultivos experimentais foram iniciados no estado do Rio de Janeiro. Na 
década de 80, outros surgiram na região de Cananéia (SP) e 
posteriormente, a Universidade Federal de Santa Catarina (UFSC) iniciou 
os cultivos de ostras no estado de Santa Catarina (FERREIRA; NETO, 
2007). Desde então, o estudo sobre a biologia e ecologia, e o 
desenvolvimento dos sistemas de ostreicultura para C. gigas e ostras 
nativas vem sendo aprimorados e adequados ao longo do extenso litoral 
do país (ABSHER; CHRISTO, 1993).  
Em Santa Catarina, há a predominância do cultivo da ostra do 
Pacífico C. gigas, espécie que corresponde a 90% da ostreicultura do 
Brasil (BRASIL, 2013). O sucesso da adaptação dessa espécie em Santa 
Catarina relaciona-se, principalmente, às baixas temperaturas da água do 
mar - entre 16ºC e 30ºC, raramente ultrapassando os 26ºC -, uma vez que 
a sua temperatura ideal de crescimento e reprodução está entre 11ºC e 
25ºC (FERREIRA et al., 2011). Além disso, para essa espécie, a produção 
é dependente da reprodução em laboratório (hatchery) e posterior 
distribuição das sementes para engorda no mar (FERREIRA et al., 2011). 
Em SC, o Laboratório de Moluscos Marinhos (LMM) da UFSC é o 
fornecedor de sementes de C. gigas do Brasil (PUCHNICK-LEGAT, 
2015), alimentando e incentivando a produção da região. Em países da 
América Latina, no entanto, a produção de sementes e a quantidade de 
laboratórios ainda são escassas, limitando o desenvolvimento da 
ostreicultura nesses locais (FAO, 2014). 
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Com excessaõ de Santa Catarina, nos demais estados brasileiros, 
principalmente estados das regiões Sudeste, Norte e Nordeste onde o 
crescimento de C. gigas é limitado pelas altas temperaturas das águas, há 
a predominância do cultivo das ostras nativas C. rhizophorae e C. 
brasiliana (IBAMA, 2007). No Brasil, o cultivo dessas espécies é 
comumente restrito a pequenos grupos familiares, pescadores e populaçaõ 
ribeirinha local (BALDEZ et al., 2016). Nesses casos, a oferta de 
sementes é realizada basicamente através do assentamento das larvas em 
ambiente natural com o uso de coletores artificiais (FERREIRA et al., 
2011) ou da extraçaõ de ostras juvenis diretamente do ambiente, seguidas 
da engorda em lanternas suspensas e/ou mesas de madeira fixadas no 
próprio estuário (GALVÃO et al. 2009; HENRIQUES et al. 2010). Tal 
atividade, além de reduzir a pressaõ dos estoques naturais e promover o 
uso sustentável do meio em que está inserida, contribui para a 
conservaçaõ dos estuários, gera empregos, atua como complemento de 
renda para pescadores artesanais e fixa populações nativas litorâneas em 
seu ambiente tradicional (FERREIRA; NETO, 2007; NETO et al., 2013). 
 
1.3.4. A ostra nativa Crassostrea brasiliana 
 
 Crassostrea brasiliana, comumente denominada de “ostra do 
mangue” (Figura 2), é uma espécie estuarina encontrada ao longo de toda 
a costa brasileira, tanto na zona intertidal, fixada em raízes, quanto na 
zona subtidal, em costões rochosos e manguezais (AMARAL; SIMONE, 
2014; GALVÃO et al., 2013; IGNACIO et al., 2000; LAZOSKI et al., 
2011; MELO et al., 2010a; MELO et al., 2010b; VARELA et al., 2007). 
Pode ser encontrada em locais onde a temperatura varia de 23ºC a 31ºC 
(NASCIMENTO, 1991). Além disso, por habitar regiões de manguezais 
e estuarinas, caracterizadas por constantes misturas de água doce fluvial 
ou pluvial e salina marinha, é uma espécie que tolera grandes variações 
de salinidade, entre 0‰ e 40‰ (ELLIOTT; MCLUSKY, 2002; 
NASCIMENTO, 1991; TELESH; KHLEBOVICH, 2010). Tais 
características fazem com que as ostras C. brasiliana sejam consideradas 






Figura 2. Ostra nativa Crassostrea brasiliana: caracterização taxonômica e 
anatômica (anatomia externa e interna com as brânquias em destaque).  
 
Fonte: ZACCHI, F.L. (Arquivo pessoal). Taxonomia segundo descrição 
apresentada pelo Sistema de Informação Taxonômica Integrado (ITIS, 
“Integrated Taxonomic Information System”; 
http://www.itis.gov/index.html). 
 
Apesar de eurialinas, diversos estudos vêm sendo realizados para 
avaliar as melhores salinidades para crescimento, sobrevivência e 
reprodução de C. brasiliana. Gomes et al. (2014) encontraram maior 
desenvolvimento reprodutivo em ostras C. gasar expostas a salinidade de 
24‰, quando comparado aos animais expostos a salinidade de 34‰. 
Taxas de fertilização, desenvolvimento embrionário e desenvolvimento 
larval em C. gasar apresentaram melhores resultados em salinidade de 
28‰ (LEGAT, 2015). A salinidade também influenciou o crescimento e 
a sobrevivência de C. gasar. Em salinidade 25‰ houve maiores taxas de 
crescimento. As salinidades com valores entre 20‰ e 25‰ resultaram em 
maior sobrevivência, e finalmente, menores taxas de sobrevivência foram 





1.3.5. Influência da salinidade em mecanismos fisiológicos de 
moluscos bivalves 
 
 As mudanças de salinidade nos estuários ocorrem a curto prazo, no 
caso de variações de maré, ou a longo prazo, em períodos de chuva 
contínua (VERDELHOS; MARQUES; ANASTÁCIO, 2015). A 
salinidade é um dos principais fatores abióticos que influenciam os 
organismos estuarinos, como os bivalves, principalmente nos casos de 
mudanças abruptas, que promovem ambientes fisiologicamente 
estressantes (GOSLING, 2004; MCLUSKY; ELLIOTT, 2004). 
 Em moluscos bivalves, essas mudanças de salinidade fazem com 
que um gradiente osmótico seja formado entre o ambiente externo e os 
animais, gerando respostas comportamentais, fisiológicas e bioquímicas 
(BERTRAND et al., 2017; CARREGOSA et al., 2014a, 2014b; SARÀ et 
al., 2008; VERDELHOS; MARQUES; ANASTÁCIO, 2015). 
 Como uma primeira defesa contra as condições desfavoráveis 
causadas por uma mudança brusca na salinidade ambiental, os moluscos 
bivalves podem fechar as valvas e contrair os sifões, para evitar o contato 
com a água. Essa reação ocorre devido à atividade de receptores 
localizados principalmente na borda do manto e na superfície dos sifões 
(BERGER; KHARAZOVA, 1997; DAVENPORT, 1981; SHUMWAY, 
1977). Esse comportamento, no entanto, é limitado pela capacidade de 
manter o metabolismo anaeróbico com as valvas fechadas durante longos 
períodos de tempo (AKBERALI; MARRIOTT; TRUEMAN, 1977; 
WANG et al., 2013). 
 Caso o estresse osmótico permaneça, as valvas tornam a abrir e o 
transporte iônico é acionado para regular homeostaticamente a pressão 
osmótica intracelular. Nesse caso, a osmorregulação nos bivalves é 
mantida principalmente através do uso de íons inorgânicos (Na+, Ca2+, 
Mg2+, Cl- e K+) como osmólitos intracelulares (BIANCHINI et al., 2008; 
EVANS; PIERMARINI; CHOE, 2005). Uma análise do transcriptoma de 
ostras Crassostrea gigas expostas a estresse hiposmótico mostrou a 
indução de genes relacionados aos canais iônicos, auxiliando a 
movimentação livre dos íons do citoplasma para o meio extracelular para 
balancear a pressão osmótica celular (ZHAO et al., 2012). Entretanto, 
após longo tempo de exposição ao estresse hiperosmótico, onde a 
concetração iônica intracelular deve aumentar para osmoregular com o 
meio extracelular, o acúmulo de íons inorgânicos pode causar danos às 
células, como problemas no enovelamento, estabilidade e solubilidade de 




 Compostos orgânicos, como os aminoácidos livres, também 
podem ser utilizados para igualar a pressão osmótica celular desses 
organismos, apesar do maior custo energético. Essa característica define 
os moluscos bivalves como organismos osmoconformadores 
(CARREGOSA et al., 2014; PIERCE; ROWLAND-FAUX; HOSOI et 
al., 2007; LIU et al., 2011; O'BRIEN, 1992; WU et al., 2011; YANCEY, 
2005). Dentre os principais aminoácidos usados na osmoregulação de 
moluscos, estão a glicina, prolina, alanina, beta-alanina, arginina, taurina 
e glutamato (HOSOI et al., 2003; SOMERO; BOWLUS, 1983). A 
concentração intracelular desses aminoácidos aumenta e diminui em 
resposta ao aumento e diminuição da pressão osmótica externa (BISHOP 
et al., 1994). Em condições ambientais hiposmóticas, para ajustar a 
pressão interna, há o aumento da taxa metabólica dos tecidos dos bivalves 
seguido da liberação de compostos nitrogenados (amônia e aminoácidos) 
para o meio extracelular e hemolinfa. Esses compostos são catabolizados 
pelas brânquias e manto, e posteriormente excretados (BISHOP; 
GREENWALT; BURCHAM, 1981; SHUMWAY; YOUNGSON, 1979). 
Nessas condições, portanto, as concentrações de aminoácidos livres 
dentro das células diminuem e genes relacionados ao metabolismo de 
aminoácidos são diferencialmente transcritos (ZHANG et al., 2012). Já 
em condições hiperosmóticas, as concentrações de aminoácidos livres 
dentro das células tendem a aumentar (MENG et al., 2013). Em bivalves, 
a absorção de aminoácidos livres pode ser feita diretamente da água, 
através das células branquiais, e posteriormente transportados aos tecidos 
via hemolinfa (RICE; WALLIS; STEPHENS, 1980; STEPHENS; 
SCHINSKE, 1961; WENDT; JOHNSON, 2006; WRIGHT, 1988). 
 Os efeitos da salinidade nos processos biológicos de bivalves vêm 
sendo frequentemente estudados. A partir de um estudo do transcriptoma 
de brânquias de ostras Crassostrea gigas expostas a diferentes 
salinidades, foram encontradas alterações nos canais iônicos, aquaporinas 
e expressão diferencial de genes do metabolismo de aminoácidos, 
demonstrados como importantes controladores da adaptação osmótica 
destes animais (MENG et al., 2013). Análises transcriptômicas em 
brânquias comparativas entre duas espécies de ostras (C. gigas – 
encontrada em salinidades acima de 20‰ e C. hongkongensis – espécie 
mais estuarina, encontrada em salinidade de 10‰ a 20‰) expostas ao 
estresse hiposmótico (8‰), mostraram maior quantidade de genes 
diferencialmente transcritos em C. hongkongensis, indicando maior 
facilidade de adaptação ao estresse causado por baixas salinidade, pela 
espécie mais estuarina. Dentre esses, destacaram-se genes envolvidos no 
metabolismo de aminoácidos. No entanto, em ambas espécies, houve 
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maior nível de transcritos de genes relacionados ao sistema imune após 
estresse hiposmótico (ZHAO et al., 2014). Além disso, um estudo de 
proteômica realizado com C. gigas exposta a baixas salinidades 
identificou 15 proteínas diferencialmente expressas nas brânquias, 
envolvidas principalmente em atividades enzimáticas relacionadas ao 
metabolismo de aminoácidos, citoesqueleto, matriz extracelular, vias de 
sinalização e sistema imune inato (ZHANG et al., 2015). 
 Além do envolvimento nesses metabolismos, o estresse osmótico 
está relacionado à supressão do sistema imune em ostras Saccostrea 
glomerata (GREEN; BARNES, 2010) e também à diminuição da 
atividade fagocítica, aumento de granulócitos e proteínas circulantes em 
ostras Pinctada imbricata (KUCHEL; RAFTOS; NAIR, 2010). Em ostras 
Crassostrea gigas, a diminuição da salinidade induziu a mortalidade de 
hemócitos em experimentos in vitro (GAGNAIRE et al., 2006). Em 
Crassostrea virginica, a prevalência e intensidade do patógeno Perkinsus 
marinus foram positivamente correlacionadas com altas salinidades 
(CHU; LA PEYRE; BURRESON, 1993). O aumento da susceptibilidade 
a enfermidades e diminuições na resistência imune foi relatado também 
em outros bivalves expostos ao estresse osmótico, como mexilhões 
Mytilus edulis (BUSSELL et al., 2008), abalones Haliotis diversicolor 
supertexta (CHENG; JUANG; CHEN, 2004) e moluscos de areia 
Ruditapes philippinarum (REID et al., 2003). 
 Vias metabólicas envolvidas na proteção contra o estresse 
oxidativo também são afetadas pelo estresse osmótico em bivalves. Em 
baixas salinidades, há o aumento na produção de espécies reativas de 
oxigênio (EROs), e a ativação da maquinaria celular de defesa 
antioxidante (LESSER, 2006; MENG et al., 2013). Após exposição ao 
estresse osmótico, variações nos níveis de transcritos de genes que 
codificam para enzimas antioxidantes foram observados em abalones 
Haliotis discus discus (DE ZOYSA et al., 2009); ostras Crassostrea gigas 
(MENG et al., 2013) e moluscos de areia Scapharca broughtonii (AN; 
CHOI, 2010). A atividade dessas enzimas também foi alterada, após 
estresse osmótico em três espécies de moluscos de areia (Venerupis 
decussata, V. corrugata, V. philippinarum) (CARREGOSA et al., 2014); 
em bivalves de água doce Unio tumidus (DOYOTTE et al., 1997) e em 
ostras Crassostrea rhizophorae e Crassostrea gigas expostas a óleo diesel 






1.3.6. Hidrocarbonetos Policíclicos Aromáticos (HPAs) 
 
 Formados a partir da união de dois ou mais anéis benzênicos, os 
hidrocarbonetos policíclicos aromáticos (HPAs) (Figura 3) compõem 
uma classe de poluentes orgânicos altamente distribuídos nos ambientes 
aquáticos, na atmosfera e no solo (ALCÁNTARA et al., 2009; KIM et al., 
2009; LATIMER; ZHENG, 2003; LAZARTIGUES et al., 2010; LIU et 
al., 2014). Nesses ambientes, os HPAs podem ocorrer a partir de fontes 
antropogênicas ou naturais. As fontes antropogênicas de HPAs no 
ambiente são normalmente classificadas como pirogênicas ou 
petrogênicas. A primeira, envolve processos de combustão incompleta de 
materiais orgânicos enquanto a segunda, consiste na descarga ou 
derramamento de petróleo bruto ou produtos petrolíferos (DAHLE et al, 
2003; KAUSHIK; HARITASH, 2006). Além disso, fontes naturais de 
HPAs podem contribuir significativamente para níveis elevados destes 
contaminantes no ambiente, tais como: incêndios florestais, infiltrações 
naturais de petróleo, atividades vulcânicas e conversão de biomoléculas 
precursoras presentes no sedimento, (FERNANDES et al., 1997; 
OPUENE et al., 2007; TAN et al., 1996). Essa diversidade de fontes 
antropogênicas e naturais, resulta em misturas complexas de grande 
variedade de HPAs em diferentes concentrações (LI et al., 2015). 
Embora possam ser formados naturalmente, os HPAs não são 
facilmente degradados em condições naturais e sua persistência no 
ambiente está diretamente relacionada ao aumento do peso molecular e, 
consequentemente, ao número de anéis benzênicos (HARITASH; 
KAUSHIK, 2009). São compostos altamente lipofílicos e sua 
solubilidade em água diminui na medida em que o número de anéis 
benzênicos em sua composição aumenta (KIM et al., 2013). 
 A exposição aos HPAs causa riscos à saúde humana, e alguns, além 
de tóxicos, possuem característica carcinogênica, mutagênica e/ou 
teratogênica (KIM et al., 2013). A carcinogenicidade desses compostos 
está associada à complexidade da molécula, ou seja, ao número e 
conformação dos anéis benzênicos. (BOSTRÖM et al., 2002). 
Em função dessas características, os HPAs são listados nas 
regulamentações e legislações ambientais de muitos países como uma 
classe de contaminantes de alta prioridade em análises de riscos à saúde 
humana e risco ecológico de efluentes. As principais legislações que 
abordam detalhadamente as quantidades de HPAs na água e sedimento, 
estão vigentes nos Estados Unidos, através da Agência de Proteção 
Ambiental (United States Environmental Protection Agency - US EPA) 
(EPA, 2008) e na União Europeia (EU, 2011). No Brasil, as 
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regulamentações para concentrações de HPAs estão descritas nas 
resoluções do CONAMA (Conselho Nacional do Meio Ambiente), de 
número 357/2005 para HPAs em águas (CONAMA, 2005) e 454/2012 
























Figura 3. Nome e estrutura química dos HPAs listados e frequentemente 
monitorados de acordo com as recomendações da Agência de Proteção 
Ambiental dos Estados Unidos (EPA), da União Europeia (EU) e do 
Conselho Nacional do Meio Ambiente (CONAMA) resoluções número 
357/2005 (CON357) e 454/2012 (CON454). Em destaque: fenantreno, 
fluoreno e pireno, HPAs utilizados nos Capítulos 2 e 3 deste estudo. 
 




1.3.7. Metabolismo de biotransformação dos HPAs 
 
Após a entrada dos HPAs na célula, sua metabolização ocorre a 
partir da ativação de enzimas específicas que participam das reações de 
biotransformação. 
O processo de biotransformação dos HPAs ocorre basicamente em 
duas fases. A fase I envolve enzimas como as do complexo citocromo 
P450 (CYPs), Epóxido hidrolases (EH) e NAD(P)H quinona 
oxidoredutases (NQO1), que participam do primeiro processo de ativação 
dos HPAs, catalisando múltiplas reações e gerando metabólitos de 
natureza eletrofílica, como fenóis, quinonas, dióis e epóxidos e diol 
epóxidos (OMIECINSKI et al., 2011; STRAIF et al., 2005). Metabólitos 
intermediários como os epóxidos (gerados a partir da mono-oxigenação 
de alguns HPAs por enzimas do complexo Citocromo P450), após serem 
convertidos a dióis pela enzima EH, ainda podem ser convertidos por 
citocromos a diolepóxidos, uma classe de metabólitos de HPAs altamente 
carcinogênicos (STRAIF et al., 2005). Esses metabólitos gerados, além 
de apresentarem características carcinogênicas e/ou tóxicas, ainda não são 
hidrossolúveis o suficiente para serem excretados da célula (ABDEL-
SHAFY; MANSOUR, 2016). Em função disso, precisam ser conjugados 
com outras moléculas. Esse processo de conjugação é catalisado pelas 
enzimas de biotransformação de fase II, como as Glutationa S-
transferases (GSTs), UDP-glucuronosiltransferases (UDPGTs) e 
Sulfotransferases (SULTs) (AMBROSONE; TANG, 2009). 
Um aumento na concentração celular dos metabólitos de HPAs 
ativados pelas enzimas de fase I, aliado à baixa detoxificação e 
conjugação das enzimas de fase II podem contribuir para altos níveis de 
metabólitos carcinogênicos reativos, que podem se ligar ao DNA, 
formando adutos de DNA e, se não removidos pelas enzimas de 
reparação, podem causar mutações e/ou erros na replicação do DNA, 
estimulando a formação de tumores, danos no desenvolvimento 
embrionário e malformações (AMBROSONE; TANG, 2009; 
ARMSTRONG et al., 2004; BERNARDO et al., 2016). 
Um esquema simplificado das reações de fase I e II que envolvem 
a metabolização dos HPAs pode ser observado na Figura 4, no 
metabolismo do Benzo[a]pireno (B[a]P), composto modelo em estudos 
de carcinogenicidade de HPAs. 
Após o processo de biotransformação (fases I e II), os metabólitos 
de HPAs, agora mais hidrossolúveis, podem ser transportados para o meio 




componentes do sistema de resistência a múltiplos xenobióticos 
(multixenobiotic resistance – MXR) (LUCKENBACH; EPEL, 2008). 
 
Figura 4. Esquema simplificado das reações de fase I e II de 
biotransformação envolvidas na metabolização dos HPAs, exemplificado 
atrvés da metabolização do Benzo[a]pireno (B[a]P), composto modelo em 
estudos de carcinogenicidade de HPAs. Enzimas de fase I: Citocromo P450 
(P450s); Epóxido hidrolase (EH); NAD(P)H quinona oxidoredutase (NQO1) 
e enzimas de fase II: Glutationa S-transferase (GST); Sulfotransferase 
(SULT); UDP-glucuronosiltransferase (UDPGTs).  
 
Fonte: AMBROSONE; TANG, 2009 (Adaptada).  
 
1.3.8. Estresse oxidativo causado por HPAs 
 
 O processo de biotransformação dos HPAs pode gerar espécies 
reativas de oxigênio (EROs), que podem levar a um quadro de estresse 
oxidativo celular, quando há um desequilíbrio entre a produção e remoção 
ou eliminação desses compostos (KELLY, 2003). A formação de EROs, 
tais como o radical ânion superóxido (O2
-), o peróxido de hidrogênio 
(H2O2) e o radical hidroxila (OH
-), e sua reação com diferentes compostos 
celulares podem causar lesões oxidativas das membranas lipídicas e 
proteínas, além de alterações no DNA, dando início a um processo 
degenerativo celular (GRINTZALIS; GEORGIOU; DAILIANIS, 2012; 
NOH et al., 2015; STOREY, 1996). No entanto, o organismo é dotado de 
eficientes mecanismos de defesa celular compostos por complexos 
enzimáticos e não enzimáticos capazes de metabolizar e inativar a ação 
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tóxica dos EROs e mantê-los em níveis intracelulares mínimos, evitando 
um quadro de estresse oxidativo (HALLIWELL; GUTTERIDGE, 2007). 
Como exemplo dessas enzimas, estão as antioxidantes: a Superóxido 
Dismutase (SOD), que catalisa a conversão do ânion superóxido em 
peróxido de hidrogênio; a Catalase (CAT), que decompõem o peróxido 
de hidrogênio em água e oxigênio; e a Glutationa Peroxidase (GPx), que 
remove o peróxido de hidrogênio e peróxidos orgânicos, utilizando 
glutationa como co-substrato doador de elétrons. Além dessas, fazem 
parte do sistema antioxidante as enzimas auxiliares, tais como, a 
Glutationa Redutase (GR), que catalisa a redução da glutationa oxidada 
(GSSG) em sua forma reduzida (GSH) e a Glicose-6-Fosfato 
Desidrogenase (G6PDH), que fornece a nicotinamida-adenina 
dinucleotídeo fosfato reduzida (NADPH) como equivalente redutor 
necessário na conversão de GSSG em GSH (CIRCU; AW, 2010; 
HALLIWELL; GUTTERIDGE, 2007; STOREY, 1996). 
 
1.3.9. Fenantreno, fluoreno e pireno 
 
Fenantreno 
O fenantreno (PHE) é um HPA composto por três anéis benzênicos 
(BRUYN et al., 2012) que apresenta uma “região de baía” em sua 
conformação. Não é classificado como um composto carcinogênico, 
apesar da presença dessas regiões de baía que são regiões altamente 
reativas, consideradas estruturais para a formação de diolepóxidos em 
HPAs altamente carcinogênicos, como o B[a]P (ZHONG et al., 2011; 
LOTZ et al., 2016). Por conta dessa característica, o fenantreno vem 
sendo utilizado como modelo em estudos de HPAs (MOODY et al, 2001; 
NING et al., 2010). É o segundo HPA mais abundante na maioria dos 
diferentes tipos de petróleos (KERR et al., 1999), além de ser utilizado na 
fabricação de resinas e pesticidas (ABDEL-SHAFY; MANSOUR, 2015). 
Características neurotóxicas (BARRON et al., 2004); teratogênicas 
(INCARDONA; COLLIER; SCHOLZ, 2004); genotóxicas (OLIVEIRA; 
PACHECO; SANTOS, 2007); citotóxicas (SCHIRMER et al., 1998) e 
mutagênicas (WAHIDULLA; RAJAMANICKAM, 2010) são relatadas 
em peixes expostos ao fenantreno. Trabalhos recentes, realizados com a 
exposição de peixes ao fenantreno, demonstraram alterações no sistema 
endócrino e reprodutivo destes animais (HAN et al., 2010); estresse 
oxidativo (SUN et al., 2006; YIN et al., 2007) e danos no DNA 
(OLIVEIRA; PACHECO; SANTOS, 2007; MACHADO et al., 2014). 
Em moluscos bivalves, a exposição ao fenantreno pode causar danos 




et al., 2016), danos lipídicos (PIAZZA et al., 2016) e inibição da função 
imune hemocítica (HANNAM et al., 2009). 
 
Fluoreno 
 O fluoreno (FLU) é o terceiro HPA mais abundante na maioria dos 
diferentes tipos de petróleos, depois do naftaleno e do fenantreno 
(FITILIS et al., 2007; KERR et al., 1999). Além de estar presente no 
petróleo, é um composto amplamente utilizado na indústria farmacêutica 
e na produção de pigmentos, corantes, pesticidas e plásticos (ABDEL-
SHAFY; MANSOUR, 2015). Em função disso, é um HPA comumente 
identificado na atmosfera, ambientes aquáticos e sedimentos de 
ambientes marinhos e de água doce (ALEGBELEYE; OPEOLU; 
JACKSON, 2017; CASELLAS et al., 1995; 1997; FERNANDEZ et al., 
1992; GRIFOLL; SOLANAS, BAYONA, 1992; MUANGCHINDA et 
al., 2017; PALOLUOGLU et al., 2013). 
Na literatura existem poucos estudos com enfoque na exposição e 
efeitos isolados do fluoreno em organismos aquáticos. Em peixes Mugil 
cephalus foi observado um aumento dos níveis de cortisol e glicose no 
plasma de animais expostos ao fluoreno (10; 100 e 750 g/L) (THOMAS; 
WOFFORD; NEFF, 1981). Em exposição crônica ao fluoreno (29,6 
g/L), Sinaei (2013) encontrou aumento da hemólise de eritrócitos em 
peixes-anfíbio (Boleophthalmus sp). Após exposição ao fluoreno foram 
observadas menores taxas de sobrevivência (0,5 e 1,0 mg/L) e 
crescimento (0,25; 0,5 e 1,0 mg/L), alterações no padrão natatório e na 
capacidade alimentar e predatória (0,12 mg/L) de peixes, além de redução 
na taxa reprodutiva de Daphnia magna (0,125 mg/L) e inibição da 
produção de algas verdes Selanastrum capricornutum (3,0 mg/L) 
(FINGER et al., 1985). Em bivalves, por sua vez, respostas de exposição 
isolada do fluoreno ainda são desconhecidas. 
 
Pireno 
 O pireno (PIR) é um HPA composto por quatro anéis benzênicos, 
encontrado principalmente em ambientes aquáticos e terrestres. Sua 
presença está associada a atividades antropogênicas como a combustão 
incompleta de combustíveis fósseis e a produção industrial de pigmentos 
(ABDEL-SHAFY; MANSOUR, 2015; GUO et al., 2007; SERESHK; 
BAKHTIARI, 2014; YANCHESHMEH et al., 2014). Representa uma 
grande parte dos HPAs encontrados em ambientes aquáticos 
contaminados (LUO et al., 2006; OLIVEIRA; GRAVATO; 
GUILHERMINO, 2012; XU et al., 2007) e vem sendo amplamente 
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utilizado como indicador de contaminação por HPAs no monitoramento 
de resíduos aquáticos (DISSANAYAKE; BAMBER, 2010; ZHANG et 
al., 2004). 
Embora menos tóxico do que alguns HPAs, como o carcinogênico 
benzo[a]pireno, o pireno é um composto modelo em estudos de 
degradação biológica e metabolização de HPAs devido à sua oxidação 
relativamente simples (BEACH et al., 2010; RAVELET et al., 2000) e 
devido ao fato de sua estrutura estar presente nas moléculas desses HPAs 
carcinogênicos (MERSCH-SUNDERMANN; MOCHAYEDI; 
KEVEKORDES, 1992).Em decorrência de sua natureza lipofílica, o 
pireno pode ser acumulado nos tecidos (LIU et al, 2009) e exercer 
potencialmente efeitos adversos à saúde dos organismos aquáticos. 
Alterações nos hormônios tireoidianos de peixes Cyprinus carpio foram 
observadas após exposição crônica ao pireno (100 g/L) (SHIRDEL et 
al., 2016). Em trutas Oncorhynchus mykiss a exposição ao pireno (25 
g/L e 100 g/L) afetou a transcrição de genes relacionados à resposta 
imune, via glicolítica e metabolismo iônico dos peixes (KRASNOV et al., 
2005). Em peixes Pomatoschistus micros a exposição ao pireno (0,125; 
0,25; 0,5 e 1 mg/L) ocasionou um aumento de mortalidade, diminuição 
da performance natatória, danos lipídicos no fígado e brânquias e 
variações nas respostas de enzimas antioxidantes (OLIVEIRA; 
GRAVATO; GUILHERMINO, 2012). 
Em invertebrados, alterações nas taxas de alimentação e 
reprodução foram observadas em copépodes Calanus sp. após exposição 
ao pireno (100 nM) (JENSEN; NIELSEN; DAHLLÖF, 2008). Na ostra 
perlífera Pinctada martensii, após a exposição ao pireno (de 8 a 64 g/L), 
foram observados efeitos na resposta imune e estresse oxidativo, como a 
diminuição do número de hemócitos, alteração na atividade fagocítica, 
aumento da peroxidação lipídica e descréscimo da glutationa total (GSHt) 
na hemolinfa (XIE et al., 2017). 
 
1.3.10. Biomarcadores de contaminação aquática 
 
A atividade da aquicultura é fundamentalmente dependente da 
qualidade da água dos locais em que está inserida. Com fins de consumo 
humano, a prática do cultivo e engorda dos organismos aquáticos exigem 
águas isentas de contaminação, tornando a preservação ambiental uma 
medida imprescindível para a realização desta atividade. 
Com a finalidade de monitorar a qualidade da água e sanidade 




pela presença dos contaminantes, diversas ferramentas podem ser 
aplicadas, dentre as quais se destacam os biomarcadores. Os 
biomarcadores são, de modo geral, caracterizados como alterações 
biológicas em nível molecular, celular e fisiológico que podem 
demonstrar efeitos tóxicos causados pelos poluentes (WALKER et al., 
1996). Podem, no entanto, ser classificados em: biomarcadores de 
exposição; biomarcadores de efeito e biomarcadores de susceptibilidade 
(TIMBRELL, 1998). 
Os biomarcadores de exposição estimam respostas quantitativas 
e qualitativas da exposição aos compostos (SCHLENK, 1999). São 
respostas iniciais, observadas em níveis primários após a exposição, como 
transcrição gênica ou indução dos sistemas de defesa celular (enzimas de 
biotransformação de xenobióticos, metalotioneínas, defesas antioxidantes 
enzimáticas e não enzimáticas) (CAJARAVILLE et al., 2000). 
No caso de falhas ou sobrecarga nesses processos de defesa 
causadas pela exposição ao xenobiótico, danos celulares; histológicos 
e/ou fisiológicos podem ocorrer, causando prejuízos reversíveis ou 
permanentes ao animal. Quando permanentes ou decorrentes em períodos 
vulneráveis do ciclo de vida; o desenvolvimento, a reprodução e 
sobrevivência podem ser afetados, eventualmente levando a prejuízos em 
níveis maiores de organização biológica (em nível de população, 
comunidade, ecossistema) (SCHLENK, 1999). 
Desta forma, quando esses danos representam os efeitos do 
estresse e a magnitude das alterações causados por determinado 
xenobiótico, estas respostas podem ser consideradas como biomarcadores 
de efeito (por exemplo: danos de DNA, de oxidação de proteínas e 
lipídios; danos histológicos; formação de micronúcleos, entre outros) 
(NORDBERG, 2010). 
Contudo, alguns fatores como a predisposição genética e outros 
fatores externos, tais como variações de idade, alimentação e estilo de 
vida são capazes de influenciar a susceptibilidade dos indivíduos expostos 
a determinados contaminantes. Para isso, os biomarcadores de 
susceptibilidade refletem os fatores genéticos ou adquiridos que venham 
a influenciar as respostas dos indivíduos quando expostos a um 
determinado xenobiótico (AMORIM, 2003; IAVICOLI; LESO; 
SCHULTE, 2016). 
Existem inúmeras vantagens no uso de biomarcadores de 
contaminação aquática. Podem ser analisados tanto em populações 
selvagens pertencentes aos habitats contaminados, quanto em organismos 
experimentalmente expostos aos poluentes, a fim de indicar a exposição 
a produtos químicos tóxicos, e/ou a magnitude da resposta ao xenobiótico 
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(MCCARTHY; SHUGART, 1990). Quando utilizados em conjunto com 
análises químicas de contaminantes bioconcentrados em tecidos do 
organismo, é possível obter informações mais completas e 
biologicamente mais relevantes em se tratando das respostas e do impacto 
dos xenobióticos sobre a saúde dos organismos (VAN DER OOST et al., 
1996). Além disso, o uso de biomarcadores fisiológicos, bioquímicos e 
moleculares possibilita a percepção antecipada de mudanças em níveis 
maiores de organização biológica, quando a resposta é ativada muito 
rapidamente pelo organismo modelo - ou biomonitor - e leva poucas horas 
ou dias para se manifestar. Isto permite a percepção do problema e o 
estabelecimento de estratégias de remediação, antes que danos 
irreversíveis ao ambiente aconteçam (CAJARAVILLE et al., 2000; 
DEPLEDGE; FOSSI, 1994). 
Há facilidades no uso dos moluscos bivalves em estudos de 
biomarcadores de contaminação aquática, uma vez que estes são animais 
sésseis, filtradores e cosmopolitas (LAM, 2009). Em estudos com 
biomarcadores bioquímicos e moleculares, os bivalves vêm sendo 
frequentemente utilizados como organismos biomonitores, conforme 
observado nas recentes publicações com ostras (BACHÈRE et al., 2017; 
GUEGUEN et al.; 2017; SHENAI-TIRODKAR et al., 2017; TRAN et al., 
2017; ZACCHI et al., 2017); mexilhões (COCCI et al., 2017; OLIVEIRA 
et al., 2017; ROBERTSON et al., 2017; TEIXEIRA et al., 2017; 
VASANTHI et al., 2017); vieiras (GERAUDIE et al., 2016; HU et al., 
2015a; 2015b; PIAZZA et al., 2016) e moluscos de areia (ALMEIDA et 
al., 2017a; 2017b; MARISA et al., 2016; MOHAMED et al., 2017). 
Embora muitos trabalhos venham sendo desenvolvidos, para que sejam 
efetivos em estudos de biomonitoramento e proteção ambiental, há a 
necessidade de realização de estudos frequentes na busca por 
biomarcadores sensíveis que sejam espécie-específicos e que possuam 









1.4. Objetivos e considerações sobre a estrutura do texto 
 
1.4.1. Objetivo geral 
 
Avaliar respostas moleculares e de enzimas de biotransformação 
em ostras Crassostrea brasiliana expostas a diferentes salinidades e 
hidrocarbonetos policíclicos aromáticos. 
 
1.4.2. Objetivos específicos 
 
 Avaliar as respostas transcricionais de genes relacionados com o 
sistema de biotransformação, de estresse oxidativo e 
metabolismo de aminoácidos e ácidos graxos em C. brasiliana 
expostas a três diferentes salinidades e fenantreno, após dois 
períodos de exposição (24 h e 96 h); 
 Verificar o consumo e depleção de fenantreno na água dos 
aquários de exposição em diferentes salinidades; 
 Quantificar a bioconcentração de fenantreno em tecidos moles de 
C. brasiliana antes e após a exposição; 
 Analisar as respostas de genes e enzimas de biotransformação de 
fase I e II em C. brasiliana expostas a duas doses de pireno e 
fluoreno, em dois períodos de exposição; 
 Verificar o consumo e depleção de pireno e fluoreno na água dos 
aquários de exposição (24 h e 96 h); 
 Mensurar a bioconcentração de pireno e fluoreno em tecidos 
moles de C. brasiliana antes e após 24 h e 96 h de exposição; 
 Contribuir na busca de potenciais biomarcadores moleculares e 










CAPÍTULO 2  
 
2. VARIAÇÕES TRANSCRICIONAIS EM OSTRAS Crassostrea 
brasiliana (Lamarck, 1819) EXPOSTAS AO FENANTRENO EM 
DIFERENTES SALINIDADES. 
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Animais eurialinos de estuários, como a ostra Crassostrea 
brasiliana, apresentam mecanismos fisiológicos de adaptação para 
tolerância às mudanças de salinidade. Estes ecossistemas recebem 
constantemente xenobióticos provenientes de áreas urbanas adjacentes, 
incluindo os hidrocarbonetos policíclicos aromáticos (HPAs), como o 
fenantreno (PHE). Com o objetivo de entender a infuência da salinidade 
nas respostas moleculares de C. brasiliana expostas ao PHE, ostras foram 
aclimatadas a diferentes salinidades (35, 25 e 10) por 15 dias e então, 
expostas a 100 µg.L-1 de PHE por 24 h e 96 h. Os grupos controle foram 
mantidos às mesmas salinidades, sem a adição de PHE. Foram realizadas 
análises químicas dos tecidos moles das ostras e as brânquias foram 
separadas para a quantificação dos níveis de transcritos por qPCR. Os 
níveis de transcritos de diferentes genes foram avaliados. Entre eles 
estavam genes envolvidos em vias de estresse oxidativo, fases I e II do 
sistema de biotransformação de xenobióticos, metabolismo de 
aminoácidos, metabolismo de ácidos graxos e gene putativo do receptor 
nuclear translocador de aril hidrocarboneto. Maiores níveis de transcritos 
foram observados para o gene da SULT-like em ostras expostas ao PHE 
em salinidade 10 comparadas ao controle (24 h e 96 h). Os níveis de 
transcritos das isoformas de citocromo P450 CYP2AU1 e CYP2-like1 
apresentaram-se mais elevados em ostras expostas por 24 h e CYP2-like2 
por 96 h em ostras expostas ao PHE em salinidade 10 comparadas aos 
grupos controle. Estes resultados podem estar associados a um maior 
requerimento de detoxificação do PHE em condições de estresse 
hiposmótico. Os maiores níveis de transcritos de CAT-like, SOD-like, 
GSTm-like (96 h) e GSTΩ-like (24 h) em salinidade 10 comparada com 
salinidade 25 e/ou 35 estão possivelmente relacionados ao aumento da 
produção de EROs. A transcrição destes genes não foi afetada pela 
exposição ao PHE. Os genes relacionados ao metabolismo de 
aminoácidos: GAD-like (24 h), GLYT-like, ARG-like (96 h) e TAUT-like 
(24 h e 96 h) também apresentaram diferenças entre altas e baixas 
salinidades, e não foram afetados pelos níveis de PHE, indicando que 
estes genes podem estar envolvidos no mecanismo de adaptação das 
ostras às mudanças de salinidade, através do ajuste da osmolaridade 
intracelular. 
 








Euryhaline animals from estuaries, such as the oyster Crassostrea 
brasiliana, show physiological mechanisms of adaptation to tolerate 
salinity changes. These ecosystems receive constant input of xenobiotics 
from urban areas, including polycyclic aromatic hydrocarbons (PAHs), 
such as phenanthrene (PHE). In order to understand the influence of 
salinity on the molecular responses of C. brasiliana exposed to PHE, 
oysters were acclimatized to different salinities (35, 25 and 10) for 15 
days and then exposed to 100 g.L−1 PHE for 24 h and 96 h. Control groups 
were kept at the same salinities without PHE. Oysters were sampled for 
chemical analysis and the gills were excised for mRNA quantification by 
qPCR. Transcript levels of different genes were measured, including 
some involved in oxidative stress pathways, phases I and II of the 
xenobiotic biotransformation systems, amino acid metabolism, fatty acid 
metabolism and aryl hydrocarbon receptor nuclear translocator putative 
gene. Higher transcript levels of Sulfotransferase-like gene (SULT-like) 
were observed in oysters exposed to PHE at salinity 10 compared to 
control (24 h and 96 h); cytochrome P450 isoforms (CYP2AU1, CYP2-
like1) were more elevated in oysters exposed for 24 h and CYP2-like2 
after 96 h of oysters exposed to PHE at salinity 10 compared to control. 
These results are probably associated to an enhanced Phase I 
biotransformation activity required for PHE detoxification under 
hyposmotic stress. Higher transcript levels of CAT-like, SOD-like, GSTm-
like (96 h) and GSTΩ-like (24 h) in oysters kept at salinity 10 compared 
to organisms at salinities 25 and/or 35 are possibly related to enhaced 
ROS production. The transcription levels of these genes were not affected 
by PHE exposure. Amino acid metabolism-related genes (GAD-like (24 
h), GLYT-like, ARG-like (96 h) and TAUT-like at 24 h and 96 h) also 
showed different transcription levels among organisms exposed to 
different salinities, indicating an important role for oyster salinity 
adaptation keeping its osmolarity, which is not affected by exposure to 
these levels of PHE. 
 








Os ecossistemas de estuários e manguezais estão entre os mais 
produtivos do mundo e caracterizam-se por flutuações diárias constantes 
de salinidade a partir de misturas de água doce e salgada. A salinidade é 
um fator importante e determinante na estruturação e caracterização da 
biota aquática destes ecossistemas (Elliot e McLusky, 2002). Os animais 
eurialinos, como os bivalves, possuem mecanismos fisiológicos de 
regulação da pressão osmótica para adaptação a estas mudanças de 
salinidade (Berger e Kharazova, 1997). Um destes mecanismos de 
regulação caracteriza-se pelo uso dos aminoácidos livres e íons 
inorgânicos, como Na+, K+ e Ca2+, como osmólitos intracelulares (Hosoi 
et al., 2007; Pierce et al., 1992). Ao longo das últimas décadas, o papel 
dos aminoácidos nos processos osmorregulatórios dos bivalves vem sido 
amplamente estudado (Deaton, 2001; Kube et al., 2007; Matsushima et 
al., 1987; Powell et al., 1982; Shumway et al., 1977). Recentemente, 
estudos de genomas e transcriptomas vêm sendo desenvolvidos em 
bivalves sob condições de estresse osmótico, fornecendo evidências de 
que o metabolismo de aminoácidos está envolvido nas respostas a 
variações osmóticas, nestes animais (Meng et al., 2013; Zhao et al., 2012). 
Somados à salinidade, os xenobióticos também são capazes de 
influenciar as respostas biológicas na biota aquática dos ecossistemas 
estuarinos. Estas áreas recebem constantemente resíduos derivados de 
atividades antrópicas como o turismo, habitações costeiras, embarcações 
e ineficiente tratamento do esgoto sanitário (Delgado et al., 2010; 
Kennish, 1992). Estes resíduos são constituídos de uma complexa mistura 
de compostos químicos, como o fenantreno (PHE). O fenantreno é um 
hidrocarboneto policíclico aromático (HPA) de baixo peso molecular, 
formado por três anéis benzênicos (Bruyn et al., 2012). É um importante 
componente do óleo cru, comumente usado como substrato modelo em 
estudos que envolvem o metabolismo de HPAs, devido a sua alta 
hidrofobicidade e rápido acúmulo pelos organismos (Hannam et al., 
2010). Embora não seja classificado como um composto mutagênico ou 
carcinogênico, o fenantreno possui regiões altamente reativas, como as 
“regiões de baías” e as “regiões-K”, onde, potencialmente, espécies 
carcinogênicas podem se formar (Ning et al., 2010). Além disso, mostrou-
se tóxico em muitos organismos estuarinos, incluindo peixes (Machado 
et al., 2014), camarões (Unger et al., 2007), moluscos de areia (Dailianis 
et al., 014) e ostras (Lüchmann et al., 2014). 
Os organismos possuem um complexo sistema de 




metabolização dos compostos orgânicos, como o fenantreno. Estes 
processos evolvem a criação de metabólitos mais polares e mais 
hidrofílicos, capazes de ser mais facilmente excretados. Na fase I do 
sistema de biotransformação, os xenobióticos podem ser 
monooxigenados pelo complexo de enzimas citocromo P450 (CYPs) e, 
na fase II, estes metabólitos são normalmente conjugados a substratos 
endógenos por enzimas como as glutationas-S-transferases (GSTs) e as 
sulfotransferases (SULTs) (Hu et al., 2015). O fenantreno pode ainda 
interferir em outras vias metabólicas, gerando respostas celulares 
(Almeida et al., 2005; Machado et al., 2014; Zhang et al., 2014). Estas 
respostas podem levar ao estresse oxidativo, estabelecido quando o 
sistema de defesa antioxidante celular é sobreposto pela excessiva 
formação de espécies reativas de oxigênio (EROs), como os ânions 
superóxido, peróxido de hidrogênio, oxigênio molecular e singlet, 
radicais hidroxila e seus derivados (Ray et al., 2012). O estresse oxidativo 
pode afetar a homeostase celular, levando à peroxidação lipídica, 
oxidação proteica e danos no DNA. Para proteger o organismo contra 
estes efeitos deletérios, mecanismos enzimáticos e não enzimáticos estão 
envolvidos no sistema de defesa antioxidante das células (Halliwell e 
Gutteridge, 2007), como as enzimas superóxido dismutase (SOD), 
catalase (CAT) e glutationa peroxidase (GPx) (An and Choi, 2010; 
Kashiwagi et al., 1997). Estas respostas em nível molecular são 
amplamente estudadas em ostras (Flores-Nunes et al., 2015; Guo et al., 
2011; Jo et al., 2008; Serrano et al., 2015; Wang et al., 2010). 
A ostra do mangue Crassostrea brasiliana (sin. Crassostrea 
gasar, Lazoski et al., 2011) pode ser encontrada em substratos rochosos, 
manguezais e estuários ao longo da costa brasileira, desde o Nordeste 
(estado do Pará) até o Sul (estado de Santa Catarina) (Amaral e Simone, 
2014). O uso de C. brasiliana como organismo sentinela em estudos de 
biomonitoramento tem se mostrado vantajoso, uma vez que esta espécie 
é séssil, filtradora e capaz de acumular contaminantes ambientais em seus 
tecidos, além de possuir ampla distribuição ao longo da costa brasileira 
(Lazoski et al., 2011; Lüchmann et al., 2011, 2014, 2015; Pie et al., 2006). 
Estudos realizados recentemente em nosso laboratório 
identificaram potenciais biomarcadores de exposição em ostras C. 
brasiliana expostas a fenantreno e mantidas em locais contaminados por 
esgoto sanitário (Lüchmann et al., 2014; Pessatti et al., 2016). Entretanto, 
em condições de exposição a xenobióticos, o papel da salinidade nas 
respostas moleculares deve ser investigado para esta espécie. 
O objetivo deste estudo foi avaliar a influência da salinidade nas 
respostas moleculares de ostras C. brasiliana expostas ao fenantreno. 
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Para isto, os níveis de transcritos de genes relacionados ao estresse 
oxidativo, sistema de biotransformação de xenobióticos e metabolismo de 
aminoácidos e ácidos graxos foram analisados. 
 
2.4. Material e métodos 
 
2.4.1. Animais e condições de exposição 
  
 Ostras Crassostrea brasiliana adultas (6,0 – 7,0 cm) foram obtidas 
no Laboratório de Moluscos Marinhos (LMM) da Universidade Federal 
de Santa Catarina (UFSC), Florianópolis, Sul do Brasil, onde estavam 
mantidas à salinidade 35. As ostras foram aleatoriamente distribuídas em 
três tanques de 100 litros (100 ostras por tanque) com salinidade 35. A 
aclimatação foi realizada primeiramente com a diminuição gradual por 
sete dias da salinidade de 35 para 25 e depois para 10 em dois tanques, 
respectivamente. Uma vez que as salinidades experimentais foram 
atingidas nos três tanques (35, 25 e 10), as ostras foram aclimatadas por 
mais sete dias. Durante toda a aclimatação, a alimentação foi realizada 
com dieta de microalgas contendo 2.105 células. mL-1 de Isochrysis 
galbana (50%) e Chaetoceros muelleri (50%), diariamente. A 
temperatura foi mantida a 20°C, fotoperíodo de 12h : 12h e renovação 
diária total da água. Após o período de aclimatação, as ostras foram 
distribuídas em dois aquários de exposição (40 litros de água, 40 animais 
por aquário) para cada salinidade. Os aquários com aeração individual 
foram cobertos com tampa de vidro e mantidos dentro de caixas plásticas 
individuais contendo filtros de vapores orgânicos, para evitar potenciais 
contaminações dos grupos controle. 
 O fenantreno (PHE) (P1140-9, 98% de pureza, Sigma-Aldrich), foi 
dissolvido em dimetilsulfóxido (DMSO) e adicionado aos aquários de 
exposição (um de cada salinidade experimental: F35, F25 e F10) até 
alcançar a concentração nominal de 100 µg.L-1 (equivalente a 0,56 µM) e 
a concentração final máxima de DMSO de 0,002% (v/v). A concentração 
de PHE foi escolhida com base em estudos realizados com C. brasiliana 
em nosso laboratório (Lüchmann et al., 2011, 2014) e também baseada na 
lista de poluentes prioritários da Agência de Proteção Ambiental dos 
Estados Unidos (United States Environmental Protection Agency - US 
EPA). Foi escolhida a concentração em que há a possibilidade de risco ou 
perigo aos animais e seres humanos em ambientes aquáticos. 
 Nos grupos controle (um por salinidade experimental: C35, C25 e 
C10), os animais foram submetidos às mesmas condições dos grupos de 




Os animais foram mantidos a 24 h e 96 h de exposição e durante este 
período, as ostras pertencentes aos grupos controle e PHE não foram 
alimentadas. Foi realizada a renovação total diária da água, mantendo os 
animais nas mesmas condições. 
 No final dos tempos de exposição, dez animais de cada grupo 
foram dissecados e as brânquias foram removidas, imediatamente 
congeladas em nitrogênio líquido e armazenadas a -80° C para a 
realização das análises moleculares. As brânquias foram escolhidas como 
tecido alvo por estarem em contato direto com o ambiente externo e por 
desempenharem um importante papel na osmorregulação (Deaton, 2001; 
Valdez Domingos et al., 2007; Zanette et al., 2011). Além disso, é um dos 
principais locais de bioconcentração de hidrocarbonetos em peixes 
(Shukla et al., 2007), e diferenças nos níveis de transcritos dos genes 
relacionados ao sistema de biotransformação de xenobióticos, como as 
isoformas de GSTs e CYPs foram encontradas em brânquias de C. 
brasiliana expostas a PHE (Lüchmann et al., 2014, 2015). 
 Ao final do período de aclimatação (salinidades 35, 25 e 10) e após 
96 h de exposição (controles: C35, C25 e C10; e grupos expostos: F35, 
F25 e F10), dez ostras de cada aquário foram agrupadas para a realização 
das análises químicas de bioconcentração de PHE. 
 
2.4.2. Concentração de PHE na água 
 
A concentração de PHE na água de cada aquário controle ou 
exposto foi mensurada por fluorimetria durante as primeiras 24 h de 
exposição. A depleção de PHE foi avaliada em três aquários (salinidade 
35, 25 e 10) contendo as mesmas condições dos grupos expostos, sem 
ostras. Um mL de água de cada aquário foi amostrado e imediatamente 
quantificado por leitura fluorimétrica (240 nm excitação / 360 nm 
emissão) em espectrofluorímetro (Spectramax M5, Molecular Devices, 
Sunnyvale, CA, USA) e transformadas em concentração de PHE a partir 
de uma diluição seriada de 2 mg. L-1 PHE como curva padrão de 
referência. As amostras foram coletadas a cada 15 min durante as 
primeiras 2 h; a cada 30 min durante as 2 h subsequentes; a cada hora 
durante as 8 h subsequentes e após 24 h. O consumo e a depleção do PHE 
nos aquários com ou sem ostras foi calculado baseado nas equações 






2.4.3. Análise dos níveis de PHE nos tecidos de C. brasiliana 
 
As análises dos níveis de PHE nos tecidos de C. brasiliana foram 
realizadas em parceria com o Laboratório de Química Orgânica do 
Instituto Oceanográfico da Universidade de São Paulo (IO/USP). 
Amostras de 1 g de ostras liofilizadas (Thermo Savant, modulyoD 
lyophilizer, Waltham, MA, USA) foram extraídas, de acordo com 
MacLeod et al. (1985), com pequenas modificações, em soxhlet com n-
hexano e diclorometano 50% (v/v). Previamente à extração, padrões 
internos (surrogate), naftaleno-d8, acenafteno-d10, d10-fenantreno, 
criseno-d12 e perileno-d12 foram adicionados às amostras, ao branco de 
amostra, e ao material de referência (SRM 2974a – Organics in Freeze-
Dried Mussel Tissue – Mytilus edulis). Após a extração, as amostras 
foram purificadas em coluna cromatográfica de sílica. Para a realização 
de uma purificação complementar, as amostras foram injetadas em HPLC 
com duas colunas de exclusão. As amostras foram concentradas e o 
padrão interno benzo(b)fluoranteno-d12 foi adicionado. O extrato foi 
injetado em um cromatógrafo gasoso equipado com um espectrômetro de 
massa (GC/MS) (6890/5973, Agilent Technologies, Palo Alto, CA, USA) 
com o modo de aquisição SIM (Selective Ion Monitoring). A identificação 
do HPA foi feita a partir da comparação dos tempos de retenção com os 
padrões de referência e a quantificação foi calculada através da razão 
entre os surrogates e os compostos de interesse, baseada nas curvas de 
calibração ajustadas por ao menos cinco concentrações diferentes de cada 
grupo de compostos. 
 
2.4.4. Extração de RNA total e síntese de cDNA por transcrição 
reversa 
 
O RNA total das brânquias foi isolado com o uso do reagente 
Qiazol (Qiagen, Hilden, Alemanha), de acordo com as instruções do 
fabricante. Cem miligramas de brânquias foram adicionados a 1 mL de 
Qiazol e rapidamente homogeneizados em Tissue-Tearor (BioSpec 
Products, Bartlesville, OK, USA). A concentração e pureza do RNA total 
extraído foram verificadas em Espectrofotômetro NanoDrop® ND-1000 
(Termo Scientific, Wilmington, DE, USA). Para cada amostra, 1 µg de 
RNA total foi tratado com DNAse e submetido à reação de transcrição 
reversa com o uso do kit Quantitect Reverse Transcription (Qiagen). As 
amostras foram diluídas e armazenadas a -20° C. Para as reações de PCR 




(Qiagen) e foram utilizados 100 ng de cDNA de cada amostra e 1 µM de 
cada iniciador em um volume final de reação de 20µL. 
 
2.4.5. Reações de qPCR e análises estatísticas 
 
As sequências nucleotídicas foram selecionadas a partir da base 
de dados gerada pela análise do transcriptoma de brânquias e glândulas 
digestivas de C. brasiliana (Lüchmann et al., 2015). Os iniciadores 
usados nas reações de qPCR foram desenhados com o auxílio do software 
Primer Quest, disponível em www.idtdna.com (IDT), seguindo os 
parâmetros: (a) primer size: mínimo (mín) 18, ótimo (opt) 24 e máximo 
(máx) 28; (b) primer Tm: 55 (mín), 60 (opt), 65 (máx); (c) primer GC%: 
45 (mín), 50 (opt), e 55 (máx); (d) amplicon size: 80 (mín), 130 (opt), 200 
(max); aceitando máximo de diferença de Tm (Max Tm difference) de um 
grau Celsius. Os genes selecionados e seus respectivos pares de 
























Os níveis de transcritos dos genes selecionados foram analisados 
nas brânquias das ostras, por qPCR, em termociclador Rotor-Gene TM 
6000 (Qiagen), de acordo com as instruções do fabricante. Para assegurar 
a ausência de produtos não específicos e dímeros, foi realizada uma 
eletroforese em gel de agarose 2%. A eficiência do qPCR (E) foi 
determinada para cada par de iniciadores a partir de uma curva de 
calibração de cDNA, preparada a partir de uma diluição seriada (400 
ng/reação; 200 ng/reação; 100 ng/reação; 50 ng/reação e 25 ng/reação). 
Para as análises, foram utilizados os genes em que as curvas apresentaram 
um R2 maior ou igual a 0,99 e eficiência entre 98% e 100%. Para testar e 
escolher os genes de referência foi utilizado o método 2-Cq (Schmittgen e 
Livak, 2008). Para garantir maior robustez na normalização dos dados, 
foram testados nove genes de referência: Ribossomal 40S proteína s3-like 
(40S_s3-like); Ribossomal 40S proteína s9-like (40S_s9-like); 
Ribossomal 28S-like (28S-like); αActina-like (αACT-like); αTubulina-like 
(αTUB-like); βTubulina-like (βTUB-like); Anquirina-like (ANK-like); 
Fator de elongação 1α-like (EF-1α-like); Gliceraldeído 6-fosfato 
desidrogenase-like (GAPDH-like) (Figura Suplementar 1). Dois genes 
foram utilizados para a normalização dos dados (40S_s3-like, 40S_s9-
like) e a média geométrica dos valores de Ct destes dois genes foi 
calculada. Para os genes de interesse, foi aplicado o método 2-ΔCq 
(Schmittgen e Livak, 2008). Todos os dados foram relativizados pelo 
grupo C35 – salinidade em que os animais eram mantidos antes do 
experimento 
A fim de detectar os outliers o teste de Grubb foi aplicado, e a 
normalidade e homocedasticidade dos dados foram avaliadas através dos 
testes de D’Agostino e Pearson e Levene, respectivamente. Para testar os 
efeitos do PHE e da salinidade nos parâmetros moleculares, foram 
realizadas análises de variância de duas vias (2-way ANOVA). Quando 
encontradas diferenças estatísticas nos parâmetros moleculares das ostras 
expostas ao PHE ou mantidas a salinidades distintas, foi aplicado o pós-
teste de Tukey para determinar as diferenças estatísticas entre as médias. 
Para comparar os níveis de PHE acumulados nos tecidos das ostras foi 
aplicado o teste de Kruskall-Wallis, seguido do pós-teste de Dunn entre 
os grupos controles e expostos (PHE). As diferenças estatísticas foram 
consideradas para p<0,05 e todas as análises foram realizadas com o 







2.5. Resultados e discussão 
 
2.5.1. Níveis de PHE na água e nos tecidos de ostras mantidas a 
diferentes salinidades 
 
Após 24 h, os níveis de PHE na água dos aquários com ostras, em 
salinidade 35, 25 e 10, diminuíram de 100 µg.L-1 para 4,6 µg.L-1 (6%), 
para 7,2 µg.L-1 (9%) e para 9,4 µg.L-1 (12%), respectivamente, indicando 
que houve bioconcentração deste composto pelos animais . Entretanto, os 
aquários mantidos sem ostras também apresentaram decréscimo nos 
níveis de PHE na água: 36,9 µg.L-1 (49%), 40,4 µg.L-1 (52%) e 44,7 µg.L-
1 (58%) nas salinidades 35, 25 e 10, respectivamente (Figura 1). Esses 
resultados indicam que há uma considerável depleção de PHE na água, 
não associada ao consumo das ostras. A solubilidade do PHE é menor em 
soluções salinas (Eganhouse e Calder, 1976; Ramachandran et al., 2006; 
Xie et al., 1997), possivelmente em função do efeito do salting-out, que 
consiste em uma menor solubilidade dos solutos neutros em água quando 











Figura 1. Porcentagem de consumo (●) e depleção (■) do fenantreno (100 
µg.L-1) medidos por fluorescência na água dos aquários durante 24 h de 






Após o período de aclimatação, os níveis de PHE encontrados nos 
tecidos de ostra foram, respectivamente, 3,5; 3,4 e 5,1 µg.g-1 peso seco 
nas salinidades 35, 25 e 10. Ao final das 96 h de exposição, os grupos 
controles apresentaram níveis de PHE de 3,1; 3,3 e 3,1 µg.g-1 peso seco e 
as ostras dos grupos expostos apresentaram níveis de PHE de 70,0; 88,4 
e 81,5 µg.g-1 peso seco nas salinidades 35, 25 e 10, respectivamente. Após 
96 h de exposição, os níveis de PHE nas ostras dos grupos expostos 
apresentaram-se cerca de 26 vezes maiores do que os níveis dos grupos 
controles, independentemente da salinidade testada (p<0,05) (Figura 
Suplementar 2). Uma vez que bivalves são animais sésseis, filtradores e 
expostos constantemente a compostos químicos, o acúmulo de HPAs 
nesses animais tem sido observado (Liu et al., 2014; Luna-Acosta et al., 
2015; Maioli et al., 2010). Estudos indicam que os bivalves possuem uma 
habilidade limitada de metabolizar os HPAs, o que também pode 
contribuir para a bioconcentração destes compostos (Hannam et al., 2010; 
Renault, 2015). 
 
2.5.2. Respostas transcricionais de genes de biotransformação em 
brânquias de C. brasiliana 
 
 Os níveis de transcritos de Citocromo P450 356A1-like 
(CYP356A1-like) em brânquias de ostras foram afetados apenas pela 
salinidade e apresentaram-se 2,4 vezes mais altos nas ostras do grupo 
controle mantido à salinidade 10, comparado ao grupo mantido à 
salinidade 25, após 96 h (Figura 2A). Os níveis de transcritos do gene 
CYP356A1 têm sido propostos como biomarcadores moleculares de 
exposição ao esgoto sanitário em Crassostrea gigas (Flores-Nunes et al., 
2015; Medeiros et al., 2008; Rodrigues-Silva et al., 2015; Toledo-Silva et 
al., 2008). Porém, nesses estudos, não foi avaliada a possível interferência 
dos efeitos da salinidade nos níveis de transcritos do gene CYP356A1 em 
C. gigas. No presente estudo foram observados maiores níveis de 
transcrição do gene CYP356A1-like em ostras aclimatadas a baixas 
salinidades e, portanto, a salinidade deve ser considerada para o uso de C. 
brasiliana como sentinela, uma vez que pode ser um importante 
modulador da transcrição desse gene, nessa espécie. 
 Em condições hiposmóticas, os bivalves marinhos podem 
promover a geração de espécies reativas de oxigênio (EROs) (Yin et al, 
2011). Essas EROs são capazes de ativar o fator nuclear eritróide Nrf2 e 
Keap-1, sendo esses dois genes identificados em C. gigas (Giuliani e 
Regoli, 2014; Zhang et al., 2016). O gene Nrf2 modula uma bateria gênica 
envolvida nos processos de defesa antioxidante e biotransformação de 
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xenobióticos, como GSTs e CYPs450 de mamíferos e peixes (Giuliani e 
Regoli, 2014; Wu et al., 2012). O aumento da transcrição do gene 
CYP356A1-like em condições hiposmóticas pode estar associado à 
modulação via Nrf2 em C. brasiliana. Contudo, são necessários mais 
estudos que reforcem essa hipótese. 
 Mudanças nos níveis de transcrição gênica ao longo do tempo, em 
animais submetidos a estresse crônico podem ocasionar oscilações nos 
padrões de expressão gênica (Calduch-Giner et al., 2010; Saera-Vila et 
al., 2009). Peixes expostos a estresse de confinamento apresentaram 
induções e repressões gênicas ao longo do tempo de exposição, seguidas 
pelo retorno dos níveis de transcritos a valores semelhantes aos do 
período inicial de exposição (T0) (Calduch-Giner et al., 2010; Saera-Vila 
et al., 2009). Essas variações nas respostas são esperadas em 
experimentos que levam em consideração a submissão ao estresse ao 
longo do tempo e podem explicar as mudanças nos padrões de níveis de 
transcritos encontrados em 24 h e 96 h, em ostras C. brasiliana 
submetidas a longos períodos de estresse osmótico. 
 Maiores níveis de transcritos de Citocromo P450 2-like1 (CYP2-
like1) (Figura 2B) e Citocromo P450 2AU1 (CYP2AU1) (Figura 2D) 
foram observados em ostras expostas ao PHE por 24 h à salinidade 10, 
quando comparadas aos seus respectivos controles. Esses resultados 
enfatizam a hipótese de que, em baixas salinidades e exposições de curto 
prazo, as brânquias de C. brasiliana possuem a capacidade de aumentar 
a biotransformação do PHE. Após 96 h de exposição, os níveis de 
transcritos de CYP2-like1 e CYP2AU1 retornaram aos níveis do grupo 
controle. Para o outro gene da família 2, Citocromo P450 2-like2 (CYP2-
like2), maiores níveis de transcritos foram encontrados no grupo exposto 
ao PHE comparado ao respectivo controle, apenas em condições 
hiposmóticas (Figura 2C). A família CYP2 é a maior e mais diversa 
família dos genes citocromo P450 e desempenha um importante papel no 
metabolismo de compostos endógenos e exógenos, como drogas e 
químicos ambientais (por exemplo, HPAs) em ratos, camundongos, 
coelhos, humanos e outros organismos (Nelson et al., 1996; Kim et al., 
2015). Induções em genes CYP2-like foram previamente reportadas em 
ostras (Lüchmann et al., 2014); caranguejos (Dam et al., 2006); vieiras 
(Piazza et al., 2016) e peixes (Yuan et al., 2013) expostos a HPAs, 
sugerindo o envolvimento de genes da família CYP2 no metabolismo de 
PHE em C. brasiliana. 
 Os níveis de transcritos do gene CYP2-like1 foram afetados apenas 
pelo PHE, reforçando o envolvimento desse gene no metabolismo de 




PHE foram observados nos níveis de transcritos de CYP2AU1 nas 
brânquias das ostras, e não houve interação entre os dois fatores. Níveis 
mais baixos de transcritos (1,8 vezes) foram encontrados no gene 
CYP2AU1 em ostras mantidas em salinidade 10, comparadas às ostras 
mantidas em salinidade 25, após 24 h (Figura 2D). Um estudo realizado 
anteriormente em nosso laboratório mostrou um aumento de cerca de 12 
vezes nos níveis de transcritos do gene CYP2AU1 em ostras C. brasiliana 
expostas a 1000 µg.L-1 de PHE por 96 h (Lüchmann et al., 2014). A partir 
da técnica de hibridização in situ, Dos Reis e colaboradores (2015), 
encontraram maiores níveis de transcritos desse mesmo gene em 
brânquias, manto e intestino de C. brasiliana expostas a concentrações de 
100 e 1000 µg.L-1 de PHE por 1, 2 e 10 dias. Ambos experimentos, além 
de mostrarem induções no gene CYP2AU1, foram realizados com o uso 
de água a salinidade 25. O presente estudo, portanto, sugere que a 
avaliação dos níveis de transcritos do gene CYP2AU1 leve em 
consideração a salinidade em que os organismos serão coletados e 
expostos. 
 Foi observado efeito de interação entre os fatores salinidade e PHE 
nos níveis de transcritos do gene CYP2-like2 nas brânquias das ostras 
expostas a PHE, em salinidade 10. Esse grupo (F10) apresentou valores 
maiores do que seu respectivo grupo controle (C10), do que o grupo F25 
(2,4 vezes) e do que o grupo F35 (1,9 vezes) (Figura 2D). 
 Foi observado também um efeito de interação entre os fatores 
salinidade e PHE nos níveis de transcritos do gene Sulfotransferase-like 
(SULT-like), em ostras expostas ao PHE e salinidade 10, em 24 h. 
Diferenças significativas foram encontradas entre os grupos PHE e 
controle submetidos à salinidade 10 (2,8 vezes maior em F10) e também 
entre o grupo F10 e os grupos F25 e F35 (3,8 vezes maior e 2,7 vezes 
maior, respectivamente) (Figura 2E). Sugere-se que os efeitos do PHE 
observados nos genes SULT-like em ostras expostas à salinidade 10 em 
24 h, assim como em CYP2-like2, podem envolver a via do AhR-ARNT 
na indução desses genes (Fu et al., 2011). Entretanto, não foram 
observadas diferenças na transcrição gênica de Receptor Nuclear 
Translocador de Aril Hidrocarbonetos-like (ARNT-like) (Figura 
Suplementar 3A). Ainda relacionado ao gene SULT-like, após 96 h de 
exposição, houve apenas o efeito da salinidade, onde maiores níveis de 
transcritos foram observados nas ostras expostas ao PHE em salinidade 
10, quando comparadas às ostras expostas a salinidade 25 e 35 (1 vez). 
Essa alteração nos efeitos ao longo do tempo pode estar associada a uma 
adaptação celular ao PHE após a exposição continua ao contaminante. Os 
efeitos da salinidade observados nos genes SULT-like e CYP2-like2 pode 
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estar associado à geração de EROs em condições hiposmóticas (Yin et 
al., 2011). Rapidamente, o aumento do metabolismo mitocondrial 
causado pela condição hiposmótica pode aumentar a produção de EROs. 
Além disso, o processo de biotransformação do PHE pode produzir 
metabólitos intermediários, como as fenantrenoquinonas (PHQ), que por 
sua vez, podem sofrer ciclo redox e gerar EROs (Hasspieler e DiGiulio, 
1994; Wang et al., 2009; Xie et al., 2006). A interação entre a aclimatação 
salina e a exposição ao PHE nos níveis de transcritos desses dois genes 
enfatiza a influência da salinidade em C. brasiliana exposta ao PHE. Essa 
influência pode acarretar implicações nas respostas bioquímicas 
adaptativas, em curto prazo, nestes organismos expostos a PHE em 
condições de campo, por exemplo. Sugere-se que as respostas 
moleculares coordenadas possam constituir um mecanismo celular 
homeostático para a detoxificação do PHE nessa espécie. 
 Apenas efeito da salinidade foi observado nos níveis de transcritos 
das isoformas de Glutationa-S-transferase ômega-like (GSTΩ-like) e 
Glutationa-S-transferase microssomal-like (GSTm-like), dois genes de 
biotransformação de fase II. Níveis mais altos de transcritos de GSTΩ-
like foram observados nas ostras do grupo controle em salinidade 10 
comparadas com as mantidas em salinidade 35 (2 vezes), após 24 h de 
exposição. Ainda referente a esse gene, ostras expostas ao PHE em 
salinidade 10 apresentaram maiores níveis de transcritos do que aquelas 
mantidas à salinidade 25 (2,5 vezes) e 35 (2,8 vezes) (Figura 2F). 
Somente após 96 h de exposição foram observados níveis semelhantes de 
transcritos do gene GSTm-like 2 vezes maiores nas ostras do grupo 
controle em salinidade 10 com os grupos controle mantidos às salinidades 
25 e 35 (Figura 2G). Estudos recentes relataram diferenças na transcrição 
dos genes GSTΩ e GSTm em bivalves expostos a hidrocarbonetos, o que 
faz com que essas isoformas sejam consideradas potenciais 
biomarcadoras de exposição a estes compostos (Boutet et al., 2004; 
Lüchmann et al., 2014; Won et al., 2013; Zhang et al., 2012). 
Corroborando esses resultados, Lüchmann e colaboradores (2014) 
verificaram uma indução desses mesmos dois genes em brânquias de C. 
brasiliana expostas a níveis elevados de PHE (1000 µg.L-1), todavia, 
nenhuma diferença foi encontrada pelos mesmos autores nas ostras 
expostas a 100 µg.L-1 de PHE. 
 O gene GSTm-like foi classificado como pertencente à família de 
proteínas associadas de membrana envolvidas no metabolismo de 
eicosanoides e glutationa (MAPEG, do ingês Membrane-Associated 
Protein Eicosanoid and Glutathione), e faz parte do sistema de 




et al., 2000; Lüchmann et al., 2015). As GSTs microssomais podem ainda 
estar envolvidas na detoxificação de xenobióticos orgânicos e a expressão 
desses genes pode ser regulada em situações de estresse oxidativo celular 
(Hayes et al., 2005; Higgins e Hayes, 2011; Kelner et al., 2000). Há 
evidências de que o gene GSTΩ pode estar envolvido na proteção contra 
estresse oxidativo e modulação de canais de íon Ca2+ (Dulhunty et al., 
2001; Hayes et al., 2005), uma vez que situações de estresse oxidativo 
podem causar o incremento de Ca2+ para o citoplasma (Dulhunty et al., 
2000). Em condições hipo salinas, o gradiente osmótico através da 
membrana celular pode levar a mudanças no volume celular, aumentando 
o incremento de Ca+2 extracelular (Seale et al., 2012). Meng e 
colaboradores (2013) observaram um aumento na transcrição de canais 
de Ca2+ em C. gigas submetidas a condições hiposmóticas, e atribuíram 
esse aumento à necessidade de manutenção do balanço iônico entre os 
fluidos intracelulares e extracelulares. Finalmente, os resultados 
encontrados para os níveis mais altos de transcritos de GSTΩ-like em 
salinidade 10, podem estar associados à modulação dos íons Ca2+ em 
brânquias de C. brasiliana, entretanto, é necessária a realização de outros 

























Figura 2. Níveis de transcritos dos genes: (A) CYP356A1-like; (B) CYP2-
like1; (C) CYP2-like2 e (D) CYP2AU1; (E) SULT-like; (F) GSTΩ-like e (G) 
GSTm-like em brânquias de Crassostrea brasiliana expostas a três 
salinidades (35, 25 e 10): controle (C) e fenantreno 100 µg.L-1 (F) em 24 h e 
96 h de exposição. Letras maiúsculas comparam as médias entre os controles. 
Letras minúsculas comparam as médias entre os tratamentos. Asteriscos (*) 
comparam controle versus fenantreno em cada salinidade. Os valores estão 
representados como médias relativas ao grupo controle em salinidade 35 ± 

















2.5.3. Respostas transcricionais de genes relacionados ao estresse 
oxidativo em brânquias de C. brasiliana 
 
 Mudanças na salinidade, temperatura, níveis de oxigênio e nas 
concentrações de contaminantes na água podem causar estresse e levar os 
animais aquáticos à morte (Lushchak, 2011; Valavanidis et al., 2006). Sob 
essas condições, os organismos podem estar sujeitos ao estresse oxidativo 
quando a maquinaria das defesas antioxidantes celulares é sobreposta pela 
excessiva produção de EROs (Ray et al., 2012). No presente estudo, os 
níveis de transcritos do gene da Catalase-like (CAT-like) foram mais altos 
nas ostras do grupo controle com salinidade 10, comparados com a 
salinidade 25 (1,6 vezes) após 96 h (Figura 3A). Os transcritos do gene 
Superóxido dismutase-like (SOD-like) das ostras dos grupos controle e 
exposto ao PHE, em salinidade 10 foram cerca de 2 vezes mais altos 
comparados aos grupos em salinidades 25 e 35 (Figura 3B). Somente o 
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efeito da salinidade foi observado nos genes CAT-like e SOD-like 
(p<0,05), após 96 h de exposição.  
 
Figura 3. Níveis de transcritos dos genes: (A) CAT-like e (B) SOD-like em 
brânquias de Crassostrea brasiliana expostas a três salinidades (35, 25 e 10): 
controle (C) e fenantreno 100 µg.L-1 (F) em 24 h e 96 h de exposição. Letras 
maiúsculas comparam as médias entre os controles. Letras minúsculas 
comparam as médias entre os tratamentos. Asteriscos (*) comparam controle 
versus fenantreno em cada salinidade. Os valores estão representados como 
médias relativas ao grupo controle em salinidade 35 ± desvio padrão 




Estudos anteriores demonstraram que organismos aquáticos 
podem aumentar suas maquinarias antioxidantes em níveis enzimáticos e 
transcricionais sob condições hiposmóticas (Carregosa et al., 2014; Paital 
e Chainy, 2010; Zhao et al., 2015). Portanto, sugere-se que, em baixas 
salinidades, a produção de EROs é estimulada nesses organismos, 
levando ao aumento dos níveis de transcritos que codificam para enzimas 
antioxidante, como CAT-like e SOD-like. Essas respostas corroboram a 
hipótese de que, em ambientes hiposmóticos, os organismos expostos ao 
PHE podem estar submetidos a uma condição pró-oxidante que provoca 
um aumento nas respostas transcricionais de genes relacionados a defesa 
antioxidante e mecanismos de biotransformação. Os níveis de transcritos 
do gene Glutationa peroxidase-like (GPx-like) em brânquias de C. 





2.5.4. Respostas transcricionais de genes relacionados ao 
metabolismo de aminoácidos e lipídios em brânquias de C. brasiliana 
  
 Quando submetidos às variações salinas, os animais 
osmoconformadores necessitam ajustar os solutos intracelulares para 
adaptar-se ao ambiente externo. Para ajustar a pressão osmótica 
intracelular causada pelas variações de salinidade, as células dos 
moluscos bivalves utilizam além de íos inorgânicos, também aminoácidos 
altamente solúveis (Bishop et al., 1994). Dentre os aminoácidos mais 
importantes para a osmorregulação da ostra do Pacífico C. gigas, estão a 
glicina, prolina, alanina, beta-alanina, arginina e taurina (Hosoi et al., 
2003). Em condições ambientais hiposmóticas, a concentração de 
aminoácidos intracelulares tende a diminuir. Já em condições 
hiperosmóticas, os níveis de aminoácidos livres dentro das células, 
tendem a aumentar (Meng et al., 2013). Com a finalidade de regular essas 
concentrações, os bivalves possuem a capacidade de assimilar 
diretamente os aminoácidos da água através das brânquias, consideradas 
o principal tecido osmorregulador nesses animais (Rice et al., 1980; 
Stephen e Schinske, 1961; Wendt e Johnson, 2006; Wright, 1988). Para a 
assimilação dos íons e aminoácidos da água às células branquiais em 
condições hiposmóticas, diversos transportadores são induzidos. Uma vez 
que a osmoregulação é finalizada, esses transportadores podem ser 
novamente regulados para suprimir o transporte ativo dos solutos ao 
citosol (Lockwood e Somero, 2011). 
 Os níveis de transcritos de quatro genes relacionados ao 
metabolismo de aminoácidos foram analisados nesse estudo: 
Transportador de Glicina-like (GLYT-like), Transportador de Taurina-
like (TAUT-like), Arginase-like (ARG-like) e Glutamato descarboxilase-
like (GAD-like). Os transcritos do gene GLYT-like foram afetados pela 
salinidade e apresentaram maiores níveis nas ostras mantidas à salinidade 
35 (controle), comparada com a salinidade 10 (1,7 vezes) após 96 h de 
exposição (Figura 4A). Os transcritos do gene TAUT-like também foram 
afetados pela salinidade (24 h e 96 h) e mostraram maiores níveis nas 
ostras controle mantidas em salinidade 35, comparadas com as mantidas 
às salinidades 25 e 10 (1,7 vezes) (Figura 4B). Ainda com relação ao gene 
TAUT-like, as ostras expostas ao PHE em salinidade 35 apresentaram 
maiores níveis de transcritos (2 vezes) comparadas aos grupos F25 e F10 
(24 h e 96 h). Os menores níveis de transcritos de GLYT-like e TAUT-like 
em ostras C. brasiliana mantidas a condições hiposmóticas podem estar 
relacionados à menor necessidade de assimilação de aminoácidos. 
Corroborando esses resultados, estudos realizados com C. gigas, Macoma 
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balthica e Mytilus spp. (Hosoi et al., 2003; Kube et al., 2007; Pierce et al., 
1992) relataram aumentos das concentrações intracelulares de glicina nos 
animais expostos a altas salinidades, e diminuição das concentrações 
intracelulares de glicina em baixas salinidades. Lockwood e Somero 
(2011) encontraram menores níveis de transcritos do gene GLYT em 
mexilhões expostos a estresse hiposmótico. Resultados similares foram 
encontrados por Hosoi e colaboradores (2007) para a transcrição do gene 
TAUT em C. gigas expostas a estresse salino. Hosoi e colaboradores 
(2005) concluíram que os maiores níveis de transcritos do gene TAUT 
foram correlacionados com um aumento na concentração intracelular de 
taurina, sugerindo uma boa adaptabilidade de mexilhões Mytilus 
galloprovincialis em condições hiposmóticas. 
 Os moluscos bivalves possuem outros mecanismos para ajustar os 
osmólitos intracelulares. Em condições hiposmóticas, alguns tecidos 
como, por exemplo, o coração, são capazes de liberar aminoácidos livres 
para a hemolinfa, com a finalidade de diminuir a osmolaridade 
intracelular (Meng et al., 2013). A arginina é um importante aminoácido 
usado para a osmoregulação em bivalves (Hosoi et al., 2003), e pode ser 
degradada pela enzima arginase (ARG), gerando ornitina e uréia (Morris, 
2002). As ostras C. brasiliana mantidas em salinidade 10 por 96 h 
apresentaram níveis de transcritos mais altos (1,5 vezes) do gene ARG-
like, quando comparadas às mantidas em salinidades 25 e 35 (Figura 4C). 
Os níveis de transcritos mais elevados de ARG-like observados nas ostras 
em salinidade 10 podem estar contribuindo para a manutenção da 
homeostase da arginina e osmoregulação, uma vez que a atividade da 
ARG gera uréia, que pode ser subsequentemente excretada, diminuindo a 
pressão osmótica nas brânquias das ostras em condições hiposalinas 
(Rodrigues et al., 2009). 
A enzima Glutamato descarboxilase (GAD) catalisa a 
descarboxilação do ácido aspártico para gerar beta-alanina e CO2 (Meng 
et al., 2013). Níveis de transcritos mais altos de GAD-like foram 
observados em C. brasiliana expostas ao PHE e mantidas em salinidade 
35 e 25, comparadas com as ostras mantidas em salinidade 10 (1,7 vezes), 
após 24 h de exposição (Figura 4D). Sugere-se que esses resultados 
estejam relacionados com um aumento da necessidade de beta-alanina 
para a osmorregulação celular. Entretanto, mais estudos são necessários. 








Figura 4. Níveis de transcritos dos genes: (A) GLYT-like; (B) TAUT-like; (C) 
ARG-like e (D) GAD-like em brânquias de Crassostrea brasiliana expostas a 
três salinidades (35, 25 e 10): controle (C) e fenantreno 100 µg.L-1 (F) em 24 
h e 96 h de exposição. Letras minúsculas comparam as médias entre os 
tratamentos. Asteriscos (*) comparam controle versus fenantreno em cada 
salinidade. Os valores estão representados como médias relativas ao grupo 







Figura 5. Desenho esquemático representando as variações dos níveis de 
transcritos em brânquias de Crassostrea brasiliana expostas ao fenantreno 
em duas salinidades: 10 e 35. 
 
 





As proteínas ligantes de ácidos graxos (FABPs) são proteínas 
citosólicas que desempenham um papel funcional no transporte 
intracelular e no metabolismo de lipídios, realizando a ligação e 
transporte de diversos compostos hidrofóbicos como, por exemplo, 
ácidos graxos de cadeia longa, colesterol, moléculas endógenas como 
grupamentos heme, ácidos biliares e eicosanóides, drogas exógenas e 
xenobióticos (Esteves e Ehrlich, 2006). Níveis de expressão diferencial 
do gene de Proteína Ligante de Ácidos Graxos-like (FABP-like) foram 
encontrados em peixes expostos aos HPAs pireno (Bain, 2002) e 
antraceno (Peterson e Bain, 2004), porém, neste estudo não foram 
encontradas diferenças nos níveis de transcritos de FABP-like em C. 




Os genes de biotransformação de fase I e II analisados em 
brânquias de ostras C. brasiliana foram afetados principalmente pela 
exposição ao PHE e salinidade, respectivamente. Além disso, os 
resultados de interação entre os fatores salinidade e PHE nos genes CYP2-
like2 e SULT-like sugerem que, em baixas salinidades, as ostras são mais 
susceptíveis aos efeitos do PHE em níveis transcricionais. 
O efeito da salinidade sobre os genes relacionados ao estresse 
oxidativo e metabolismo de aminoácidos sugere um importante papel 
desses genes na codificação de proteínas que envolvem proteção contra 
danos oxidativos e adaptações celulares à salinidade. 
A salinidade, bem como os efeitos de interação entre salinidade 
e PHE devem ser considerados para o uso destes e outros genes como 
potenciais biomarcadores de exposição ao PHE.  
É necessária a realização de novos estudos que considerem 
outros fatores abióticos, como a temperatura e o pH, juntamente com o 
PHE, com a finalidade de compreender como esses fatores podem vir a 






2.7. Material suplementar 
 
Figura Suplementar 1. Níveis de transcritos dos genes normalizadores 
usados: (A) 40S_s3-like e (B) 40S_s9-like e dos genes normalizadores 
testados: (C) 28s-like; (D) βACT-like; (E) αTUB-like; (F) βTUB-like; (G) 
ANK-like; (H) EF-1α-like e (I) GAPDH-like em brânquias de Crassostrea 
brasiliana expostas a três salinidades (35, 25 e 10): controle (C) e fenantreno 
100 µg.L-1 (F) em 24 h e 96 h de exposição. Letras maiúsculas comparam as 
médias entre os controles. Letras minúsculas comparam as médias entre os 
tratamentos. Asteriscos (*) comparam controle versus fenantreno em cada 
salinidade. Os valores estão representados como médias relativas ao grupo 

















Figura Suplementar 2. Concentração de fenantreno (µg.g peso seco-1) em 
tecidos de Crassostrea brasiliana expostas a três salinidades (35, 25 e 10): 
controle (C) e fenantreno (F) em tempo zero horas (Pré exposição) e após 96 

























Figura Suplementar 3. Níveis de transcritos dos genes: (A) ARNT-like; (B) 
GPx-like e (C) FABP-like em brânquias de Crassostrea brasiliana expostas 
a três salinidades (35, 25 e 10): controle (C) e fenantreno 100 µg.L-1 (F) em 
24 h e 96 h de exposição. Letras maiúsculas comparam as médias entre os 
controles. Letras minúsculas comparam as médias entre os tratamentos. 
Asteriscos (*) comparam controle versus fenantreno em cada salinidade. Os 
valores estão representados como médias relativas ao grupo controle em 
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3. RESPOSTAS MOLECULARES E BIOQUÍMICAS DO 
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desenho experimental foi o mesmo com a finalidade comparativa de 













Os hidrocarbonetos policíclicos aromáticos (HPAs) compõem uma classe 
de poluentes orgânicos altamente distribuídos nos ambientes aquáticos. A 
exposição aos HPAs causa riscos à saúde animal, uma vez que estes 
possuem potencial carcinogênico, mutagênico e/ou teratogênico. Ao 
entrar na célula, sua metabolização ocorre a partir da ativação de enzimas 
específicas que participam das reações de biotransformação. Com o 
objetivo de avaliar as respostas moleculares e de enzimas de 
biotransformação de HPAs, ostras Crassostrea brasiliana foram expostas 
a duas concentrações de pireno (50 g.L-1 e 100 g.L-1) e fluoreno (100 
g.L-1 e 200 g.L-1), por 24 h e 96 h. O tempo de meia-vida dos HPAs foi 
quantificado por fluorescência na água dos aquários de exposição. Os 
níveis de transcrição de genes de biotransformação de fase I (CYP1-like; 
CYP2-like; CYP2AU1 e CYP356A1-like) e fase II (GST-like; GSTm-like 
e SULT-like) e atividade EROD, GST e GSTm foram avaliados nas 
brânquias. O tempo de meia-vida do pireno (100 g.L-1 = 2 h e 12 min) 
na água, mais baixo do que o do fluoreno (100 g.L-1 = 5 h e 54 min), 
pode estar relacionado à maior lipofilicidade do pireno, facilitando sua 
entrada no meio intracelular através da membrana plasmática. Após 
exposição ao fluoreno, houve apenas aumento no nível de transcritos do 
gene CYP2AU1, em 200 g.L-1 (96 h). Nas ostras expostas ao pireno, 
houve aumento dos níveis de transcritos de CYP2AU1 (24 e 96 h); GST-
like (24 e 96 h) e SULT-like (24h) em 50 g.L-1 e de todos os genes 
avaliados em 100 g.L-1 e 24 h de exposição. Além disso houve aumento 
da atividade EROD e GSTm (96 h), sugerindo uma importante 
participação das enzimas e genes relacionados ao metabolismo de 
biotransformação de fases I e II do pireno. Os resultados contribuem na 
busca de biomarcadores de contaminação por HPAs em C. brasiliana e 
evidenciam uma possível participação destes genes e enzimas no 
metabolismo de biotransformação do pireno. Além disso, sugerem a 
participação do gene CYP2AU1 no processo de biotransformação de 
HPAs em brânquias de C. brasiliana. 
 









Polycyclic aromatic hydrocarbons (PAHs) constitute a class of widely 
distributed organic pollutants in aquatic environments. PAHs affect 
organisms due to its carcinogenic, mutagenic and/or teratogenic 
characteristics. Once the PAHs enter the cell, they require a multistep 
metabolic activation by specific enzymes that participate in 
biotransformation reactions. The aim of this study was to evaluate 
biochemical and molecular biotransformation responses of the oyster 
Crassostrea brasiliana exposed to pyrene (50 g.L-1 and 100 g.L-1) and 
fluorene (100 g.L-1 and 200 g.L-1), after two time periods of exposure 
(24 h e 96 h). The half-life times of both PAHs were quantified by 
fluorescence in the aquaria exposure water and the transcription levels of 
phase I (CYP1-like, CYP2-like, CYP2AU1 and CYP356A1-like) and phase 
II (GST-like, GSTm-like and SULT-like) biotransformation genes, EROD, 
GST and GSTm activity, were evaluated in gills. The half-life time of 
pyrene (100 g.L-1 = 2 h and 12 min) in water was lower than fluorene 
(100 g.L-1 = 5 h and 54 min). These results might be related to the higher 
lipophilicity of pyrene, facilitating its influx through the plasma 
membrane into the intracellular medium. After fluorene exposure, 
transcript levels of CYP2AU1 gene were higher in 200 g.L-1 (96 h). 
Transcript levels of all genes were higher in oysters exposed to 100 g.L-
1 of pyrene (24 h). Besides, CYP2AU1 (24 and 96 h); GST-like (24 and 
96 h) and SULT-like (24h) were higher in oysters exposed to pyrene 50 
g.L-1. EROD and GSTm activities were higher in oysters exposed to 100 
g.L-1 of pyrene (96 h). These results suggest an important role of phase 
I and II biotransformation genes and enzymes in pyrene metabolism. The 
study contributes to the identification of new biomarkers of PAHs 
contamination in C. brasiliana. Also evidences a possible participation of 
these genes and enzymes in pyrene biotransformation metabolism. In 
addition, it suggests the participation of CYP2AU1 gene in the 
biotransformation process of PAHs in gills of C. brasiliana. 
 







Formados a partir da união de dois ou mais anéis benzênicos, os 
hidrocarbonetos policíclicos aromáticos (HPAs) compõem uma classe de 
poluentes orgânicos altamente distribuídos nos ambientes aquáticos (Kim 
et al., 2009; Latimer e Zheng, 2003; Lazartigues et al., 2010). Sua 
presença nestes ambientes está relacionada a fontes antropogênicas 
(processos de combustão incompleta de materiais orgânicos, descarga ou 
derramamento de petróleo bruto ou produtos petrolíferos) (Dahle et al, 
2003; Kaushik e Haritash, 2006), ou naturais (incêndios florestais, 
infiltrações naturais de petróleo, atividades vulcânicas e conversão de 
biomoléculas precursoras presentes no sedimento) (Fernandes et al., 
1997; Opuene et al., 2007; Tan et al., 1996). Essa diversidade de fontes 
resulta em misturas complexas de grande variedade de HPAs em 
diferentes concentrações (Li et al., 2015). Sua persistência no ambiente 
está diretamente relacionada ao aumento do peso molecular e, 
consequentemente, ao número de anéis benzênicos (Haritash e Kaushik, 
2009). São compostos altamente lipofílicos e sua solubilidade em água 
diminui na medida em que o número de anéis benzênicos em sua 
composição aumenta (Kim et al., 2013). A exposição aos HPAs causa 
riscos à saúde animal, e alguns, além de tóxicos, possuem característica 
carcinogênica, mutagênica e/ou teratogênica (Kim et al., 2013). A 
carcinogenicidade desses compostos está associada à complexidade da 
molécula, ou seja, ao número e conformação dos anéis benzênicos. 
(Boström et al., 2002). 
Após a entrada dos HPAs na célula, sua metabolização ocorre a 
partir da ativação de enzimas específicas que participam das reações de 
biotransformação. O processo de biotransformação dos HPAs ocorre 
basicamente em duas fases. A fase I envolve enzimas como as do 
complexo Citocromo P450 (CYPs), Epóxido hidrolases (EH) e NAD(P)H 
quinona oxidoredutases (NQO1), que participam do primeiro processo de 
ativação dos HPAs, catalisando múltiplas reações e gerando metabólitos 
de natureza eletrofílica, como fenóis, quinonas, dióis, epóxidos e diol 
epóxidos (Omiecinski et al., 2011; Straif et al., 2005). Esses metabólitos 
gerados, além de apresentarem características carcinogênicas e/ou 
tóxicas, ainda não são hidrossolúveis o suficiente para serem excretados 
da célula (Abdel-Shafy e Mansour, 2016). Em função disso, precisam ser 
conjugados com outras moléculas. Esse processo de conjugação é 
catalisado pelas enzimas de biotransformação de fase II, como as 
Glutationa S-transferases (GSTs) e Sulfotransferases (SULTs) 




I e II), os metabólitos de HPAs, agora mais hidrossolúveis, podem ser 
transportados para o meio extraceular no metabolismo de fase III, por 
proteínas de membrana componentes do sistema de resistência a 
múltiplos xenobióticos (multixenobiotic resistance – MXR) (Luckenbach 
e Epel, 2008). Respostas em níveis moleculares e enzimáticos 
relacionadas ao sistema de biotransformação de HPAs vêm sendo 
amplamente estudadas em ostras (Dos Reis et al., 2015; Ertl et al., 2016; 
Jenny et al., 2016; Lüchmann et al., 2011; 2014; 2015; Pessatti et al., 
2016; Zacchi et al., 2017). 
A ostra do mangue Crassostrea brasiliana (sin. Crassostrea gasar, 
Lazoski et al., 2011) é uma espécie cosmopolita da costa brasileira, de 
hábito séssil, filtradora, e capaz de acumular contaminantes ambientais 
em seus tecidos. Essas características tornam vantajoso o uso de C. 
brasiliana como organismo sentinela e biomonitor em estudos de 
biomonitoramento ambiental (Amaral e Simone, 2014; Lazoski et al., 
2011; Lüchmann et al., 2011, 2014, 2015; Pie et al., 2006). Recentemente, 
a atividade EROD, avaliada como método de quantificação in vitro da 
atividade enzimática de CYP1, foi detectada e caracterizada em brânquias 
de C. brasiliana (Siebert et al., 2017a). Além disso, alterações 
bioquímicas e moleculares do sistema de biotransformação foram 
relatadas em C. brasiliana expostas à fração solúvel do óleo diesel 
(Lüchmann et al., 2011) e ao HPA fenantreno (Dos Reis et al.; 2015; 
Lüchmann et al., 2011, 2015; Zacchi et al., 2017). 
O fluoreno e o pireno são HPAs compostos por três e quatro anéis, 
respectivamente. O fluoreno está presente na maioria dos tipos de 
petróleos e é um composto amplamente utilizado na indústria 
farmacêutica e na produção de pigmentos, corantes, pesticidas e plásticos 
(Abdel-Shafy e Mansour, 2016). Em função disso, é um HPA comumente 
identificado em ambientes aquáticos e sedimentos de ambientes marinhos 
e de água doce (Alegbeleye et al., 2017; Casellas et al., 1997; Fernandez 
et al., 1992; Grifoll et al., 1992; Muangchinda et al., 2017). Problemas no 
crescimento, reprodução e alterações bioquímicas foram observados em 
peixes (Finger et al., 1985; Kopecka-Pilarczyk e Correia, 2009; Sinaei, 
2013; Thomas et al., 1981) crustáceos e algas verdes (Finger et al., 1985) 
expostos ao fluoreno. 
A presença do pireno em ambientes aquáticos está associada a 
atividades antropogênicas como a combustão incompleta de combustíveis 
fósseis e a produção industrial de pigmentos (Abdel-Shafy e Mansour, 
2016; Guo et al., 2007; Sereshk e Bakhtiari, 2014; Yancheshmeh et al., 
2014). Embora menos tóxico do que alguns HPAs, como o carcinogênico 
benzo[a]pireno, o pireno é um composto modelo em estudos de 
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degradação biológica e metabolização de HPAs (Beach et al., 2010; 
Ravelet et al., 2000). Em peixes expostos ao pireno, foram observadas 
alterações bioquímicas e moleculares (Kopecka-Pilarczyk e Correia, 
2009; Krasnov et al., 2005; Oliveira et al., 2012; Shirdel et al., 2016), 
danos lipídicos, aumento de mortalidade e problemas natatórios (Oliveira 
et al., 2012). Em invertebrados, alterações nas taxas de alimentação e 
reprodução foram observadas em copépodes (Jensen et al., 2008) e 
alterações bioquímicas e aumento da peroxidação lipídica foram 
demonstrados em ostras (Xie et al., 2017). 
Nesse estudo, respostas relacionadas ao sistema bioquímico e 
molecular de ostras C. brasiliana foram avaliadas após exposição aos 
HPAs pireno e fluoreno. Para isso, foram analisados os níveis de 
transcritos de genes e a atividade de enzimas envolvidos no metabolismo 
de biotransformação de fase I e II. 
 
3.4. Material e métodos 
 
3.4.1. Desenho experimental e exposição dos animais ao pireno e 
fluoreno 
  
 Ostras Crassostrea brasiliana adultas (6,4  0,7 cm) foram 
adquiridas em um cultivo comercial localizado no Ribeirão da Ilha, em 
Florianópolis, Santa Catarina, Sul do Brasil, e transportadas até o 
Laboratório de Biomarcadores de Contaminação Aquática e 
Imunoquímica da Universidade Federal de Santa Catarina 
(LABCAI/UFSC). Cento e vinte ostras foram aclimatadas durante sete 
dias em um tanque de 150 litros, em sistema de recirculação contínua e 
mantidas em água com salinidade (25 ‰), temperatura (20C  1.1C), 
pH (7,8  0,1), amônia (<0,25) e fotoperíodo (12h : 12h) controlados. 
Durante toda a aclimatação, a alimentação foi realizada com ração 
comercial de microalgas Microbe Lift Phyto Plus-B, na concentração de 
200.106 células.ostra-1, a cada 36 h: o sistema de recirculação era 
desligado, a ração adicionada e após 2 h, o sistema era religado. Ao 
término do período de aclimatação, as ostras foram alimentadas por 2 h e 
distribuídas em 18 aquários de 18 litros de água (seis animais por 
aquário). O experimento foi conduzido em triplicata, sendo três aquários 
controle, três aquários de exposição ao pireno a uma concetração de 50 
g.L-1 (P50), e três  aquários de exposição ao pireno a uma concetração 
de 100 g.L-1 (P100) para o tempo de 24 h, e mais três  aquários controle, 




Suplementar 1A). O experimento de exposição ao fluoreno foi realizado 
uma semana após o término da exposição com pireno. Cento e vinte ostras 
foram adquiridas do mesmo local já descrito, e os animais foram 
aclimatados e expostos nas mesmas condições. Entretanto, as 
concentrações de fluoreno utilizadas foram: 100g.L-1 (F100) e 200g.L-
1 (F200) (Figura Suplementar 1B). 
Os HPAs (Pireno 185515, 98% de pureza, Sigma-Aldrich; e 
Fluoreno 128333, 98% de pureza, Sigma-Aldrich), foram dissolvidos em 
dimetilsulfóxido (DMSO) e adicionados aos aquários de exposição até 
alcançar as concentrações nominais já descritas e a concentração final 
máxima de DMSO de 0,002% (v/v). Nos grupos controle, foram 
adicionados 0,002% (v/v) de DMSO. As concentrações dos HPAs 
utilizados foram escolhidas baseadas na lista de poluentes prioritários da 
Agência de Proteção Ambiental dos Estados Unidos (United States 
Environmental Protection Agency - US EPA). Foram escolhidas 
concentrações de exposição aguda e crônica, em que há a possibilidade 
de risco ou perigo aos animais e seres humanos em ambientes aquáticos. 
Os aquários com aeração individual foram cobertos com tampa de 
vidro e cada grupo de aquários (controle ou expostos) foram mantidos 
dentro de caixas de madeira hermeticamente fechadas contendo filtros de 
vapores orgânicos, para evitar potenciais contaminações dos grupos 
controle e expostos. 
Durante o período experimental, os animais foram alimentados 
com ração comercial de microalgas Microbe Lift Phyto Plus-B, na 
concentração de 200.106 células.ostra-1, a cada 36 h. Os aquários eram 
esvaziados, enchidos com água limpa, a alimentação era oferecida. Após 
2 h de alimentação, os aquários eram esvaziados, enchidos novamente 
com água limpa, e os HPAs (PIR ou FLU) nas respectivas concentrações, 
ou DMSO nos grupos controle, eram diluídos na água dos aquários. A 
alimentação foi realizada de maneira com que os animais fossem 
coletados sempre 24 h depois da oferta da ração, de acordo com a Figura 
Suplementar 2. 
No final dos tempos de exposição, quatro ostras de cada aquário 
(n=12) foram dissecadas e as brânquias foram removidas, imediatamente 
congeladas em nitrogênio líquido e armazenadas a -80° C para a 
realização das análises moleculares e bioquímicas. 
Ao final do período de aclimatação (controle) e após 24 h e 96 h 
de exposição (controle e grupos expostos), duas ostras de cada aquário 
(n=6) foram agrupadas para a realização das análises químicas de 




3.4.2. Concentração de PIR e FLU na água 
A concentração de PIR e FLU na água de cada aquário controle ou 
exposto foi mensurada por fluorimetria durante as primeiras 24 h de 
exposição. A depleção de pireno e fluoreno foi avaliada em um aquário 
para cada HPA contendo as mesmas condições dos grupos expostos, sem 
ostras. Um mL de água de cada aquário foi amostrado e imediatamente 
quantificado por leitura fluorimétrica (Pireno: 270 nm excitação / 384 nm 
emissão; Fluoreno: 258 nm excitação / 313 nm emissão) em 
espectrofluorímetro (Spectramax M5, Molecular Devices, Sunnyvale, 
CA, USA) e transformadas em concentração de cada um dos HPAs a 
partir de uma diluição seriada de 2 mg. L-1 PIR ou FLU como curva 
padrão de referência. As amostras foram coletadas a cada 15 min durante 
a primeira hora de exposição; a cada 30 min durante as 2 h subsequentes; 
a cada hora durante as 8 h subsequentes e após 24 h. O tempo de meia 
vida dos HPAs devido ao consumo e à depleção nos aquários com ostras 
foi calculado baseado nas respectivas equações exponenciais. 
 
3.4.3. Análise dos níveis de PIR e FLU nos tecidos moles de C. 
brasiliana 
 
As análises dos níveis de PIR e FLU nos tecidos moles de C. 
brasiliana foram realizadas em parceria com o Laboratório de Química 
Orgânica do Instituto Oceanográfico da Universidade de São Paulo 
(IO/USP). Amostras de 1 g de ostras liofilizadas (Thermo Savant, 
modulyoD lyophilizer, Waltham, MA, USA) foram extraídas, de acordo 
com MacLeod et al. (1985), com pequenas modificações, em soxhlet com 
n-hexano e diclorometano 50% (v/v). Previamente à extração, padrões 
internos (surrogate), naftaleno-d8, acenafteno-d10, d10-fenantreno, 
criseno-d12 e perileno-d12 foram adicionados às amostras, ao branco de 
amostra, e ao material de referência (SRM 2974a – Organics in Freeze-
Dried Mussel Tissue – Mytilus edulis). Após a extração, as amostras 
foram purificadas em coluna cromatográfica de sílica. Para a realização 
de uma purificação complementar, as amostras foram injetadas em HPLC 
com duas colunas de exclusão. As amostras foram concentradas e o 
padrão interno benzo(b)fluoranteno-d12 foi adicionado. O extrato foi 
injetado em um cromatógrafo gasoso equipado com um espectrômetro de 
massa (GC/MS) (6890/5973, Agilent Technologies, Palo Alto, CA, USA) 
com o modo de aquisição SIM (Selective Ion Monitoring). A identificação 
dos HPAs foi feita a partir da comparação dos tempos de retenção com os 




entre os surrogates e os compostos de interesse, baseada nas curvas de 
calibração ajustadas por ao menos cinco concentrações diferentes de cada 
grupo de compostos. 
 
3.4.4. Extração de RNA total e síntese de cDNA por transcrição 
reversa 
 
O RNA total das brânquias (n=10) foi isolado com o uso do 
reagente Qiazol (Qiagen, Hilden, Alemanha), de acordo com as instruções 
do fabricante. Cem miligramas de brânquias foram adicionados a 1 mL 
de Qiazol e rapidamente homogeneizados em Tissue-Tearor (BioSpec 
Products, Bartlesville, OK, USA). A concentração e pureza do RNA total 
extraído foram verificadas em Espectrofotômetro NanoDrop® ND-1000 
(Termo Scientific, Wilmington, DE, USA). Para cada amostra, 1 µg de 
RNA total foi tratado com DNAse e submetido à reação de transcrição 
reversa com o uso do kit Quantitect Reverse Transcription (Qiagen). As 
amostras foram diluídas e armazenadas a -20° C. Para as reações de PCR 
quantitativo (qPCR) foi utilizado o kit QuantiNova SYBR Green PCR 
(Qiagen) e foram utilizados 100 ng de cDNA de cada amostra e 1 µM de 
cada iniciador em um volume final de reação de 20µL.  
 
3.4.5. Reações de qPCR 
 
As sequências nucleotídicas foram selecionadas a partir da base 
de dados gerada pela análise do transcriptoma de brânquias e glândulas 
digestivas de C. brasiliana (Lüchmann et al., 2015). Os iniciadores 
usados nas reações de qPCR foram desenhados com o auxílio do software 
Primer Quest, disponível em www.idtdna.com (IDT), seguindo os 
parâmetros: (a) primer size: mínimo (mín) 18, ótimo (opt) 24 e máximo 
(máx) 28; (b) primer Tm: 55 (mín), 60 (opt), 65 (máx); (c) primer GC%: 
45 (mín), 50 (opt), e 55 (máx); (d) amplicon size: 80 (mín), 130 (opt), 200 
(máx); aceitando máximo de diferença de Tm (Max Tm difference) de um 
grau Celsius. Os genes selecionados e seus respectivos pares de 












Os níveis de transcritos dos genes selecionados foram analisados 
nas brânquias das ostras, por qPCR, em termociclador Rotor-Gene TM 
6000 (Qiagen), de acordo com as instruções do fabricante. Para assegurar 
a ausência de produtos não específicos e dímeros, foi realizada uma 
eletroforese em gel de agarose 2% e os produtos da amplificação de cada 
par de iniciadores foram sequenciados. A eficiência do qPCR (E) foi 
determinada para cada par de iniciadores e determinada a partir de uma 
curva de calibração de cDNA, preparada a partir de uma diluição seriada 
(400 ng/reação; 200 ng/reação; 100 ng/reação; 50 ng/reação e 25 
ng/reação). Para as análises, foram utilizados os genes em que as curvas 
apresentaram um R2 maior ou igual a 0,99 e eficiência entre 98% e 100%. 
Para testar e escolher os genes de referência foi utilizado o método 2-Cq 
(Schmittgen e Livak, 2008). Para a normalização dos dados, foram 
utilizados os genes de referência: Ribossomal 28S-like (28S-like) e 
βActina-like (βACT-like) para o experimento do PIR e os genes 
Elongation Factor-like (EF-like) e Gliceraldeído 6-fosfato 
desidrogenase-like (GAPDH-like) para o FLU. A média geométrica dos 
valores de Ct destes dois genes foi calculada, para cada HPA. Para os 
genes de interesse, foi aplicado o método 2-ΔCq (Schmittgen e Livak, 
2008). Todos os dados foram relativizados pelos respectivos grupos 
controle de cada experimento. 
 
3.4.6. Atividades das enzimas de biotransformação 
 
Imediatamente após a dissecção dos animais, 500 mg de tecido 
por amostra (n=10) foram homogeneizados em tampão fosfato de 
potássio 0,1 M, pH 7,4, contendo 0,5 M sacarose; 0,15 M KCl; 1 mM 
DTT e 0,1 mM PMSF, na proporção de 1:5 (p/v). O homogenenato foi 
centrifugado a 9000 xg por 30 minutos a 4°C, seguido de 
utracentrifugação do sobrenadante a 100.000 xg por 70 minutos a 4°C. A 
partir desse processo, o sobrenadante foi estocado em freezer -80°C para 
as análises enzimáticas de GST total e os microssomas foram gentilmente 
ressuspendidos com 500 L do tampão de homogeneização sem DTT e 
PMSF. As amostras foram submetidas a nova ultracentrifução a 100.000 
xg por 20 min a 4°C. Finalmente, a fração microssomal foi diluída em 
tampão de microssoma (tampão fosfato de potássio 0,1 M, pH 7,4, 0,15 
M KCl, 20% glicerol). A atividade 7-etoxiresorufina O-deetilase (EROD) 
foi analisada imediatamente após a obtenção da fração microssomal, para 
evitar a perda de atividade após congelamento e descongelamento. 
A determinação da atividade EROD foi realizada de acordo com 




quantificada em espectrofotômetro com excitação a 530 nm, emissão a 
585 nm, cuttof a 550 nm e alta PMT por 1 h, com intervalos de leitura de 
1 min. A determinação da atividade da Glutationa S-transferase total e 
microssomal (GST e GSTm) foi realizada no sobrenadante e fração 
microssomal, respectivamente, segundo o ensaio descrito por Keen e 
colaboradores (1976), baseado na velocidade de formação do conjugado 
CDNB-GSH, realizando uma leitura em espectrofotômetro a 340 nm, 
durante 2 min. Para normalizar as atividades enzimáticas quantificadas, o 
conteúdo total de proteínas presentes nas frações sobrenadantes e 
microssomais foi determinado pelo ensaio de Bradford (Bradford, 1976) 
com o kit BioRadTM protein assay, de acordo com as instruções do 
fabricante e utilizando soro albumina bovina como padrão. 
 
3.4.7. Estatística dos dados 
 
O teste de Grubb foi aplicado para de detectar os outliers, e a 
normalidade e homocedasticidade dos dados foram avaliadas através dos 
testes de D’Agostino e Pearson e Levene, respectivamente. Quando 
necessários, os dados foram normalizados utilizando transformação 
logarítmica (Y = log(Y)) ou função inversa (Y = 1/Y). Em dados normais 
e homocedásticos com ou sem transformação, foram aplicados testes de 
ANOVA de uma via seguidos de post-test de Tukey, com a finalidade de 
comparação entre o grupo controle e os grupos expostos, em cada HPA e 
tempo de exposição. As diferenças foram consideradas estatisticamente 
significativas para p<0,05 e todas as análises foram realizadas com o 
auxílio dos softwares Statistica 7 e GraphPad Prism 5.0. 
 
3.5. Resultados  
 
3.5.1. Níveis de PIR e FLU na água dos aquários e em tecidos de C. 
brasiliana 
 
Após 24 h de exposição, os níveis de PIR na água dos aquários 
com ostras decresceram de 61,5  5,4 µg.L-1 para 1,4  0,9 µg.L-1 (97,1%) 
no grupo P50 e 101,6  2,6 µg.L-1 para 5,6  0,5 µg.L-1 (94,5%) no grupo 
P100. Nos aquários sem ostra, os níveis de PIR descresceram de 56,4 
µg.L-1 para 38,1 µg.L-1 (32,4%) no grupo P50 e de 98,5 µg.L-1 para 66,3 
µg.L-1 (32,7%) no grupo P100. 
Para o FLU, após 24h de exposição, os níveis na água dos aquários 
com ostras decresceram de 103,3  1,5 µg.L-1 para 18,5  1,8 µg.L-1 
120 
 
(82,1%) no grupo F100 e 202,1  5,7 µg.L-1 para 35,8  2,9 µg.L-1 
(82,3%) no grupo F200. Nos aquários sem ostra, os níveis de FLU 
descresceram de 107,5 µg.L-1 para 56,5 µg.L-1 (47,4%) no grupo F100 e 
de 192,6 µg.L-1 para 120,0 µg.L-1 (37,7%) no grupo F200. 
Nos aquários controle, sem a adição de PIR ou FLU, os valores 
permaneceram estáveis, iguais a zero (Figura 1). 
Os tempos de meia vida do PIR nos aquários com ostras foram de 
2 h e 30 min (P50) e de 2 h e 12 min (P100). Os tempos de meia vida do 
FLU foram de 5 h e 54 min (F100) e de 5 h e 30 min (F200), nos aquários 
com ostras. Nenhuma mortalidade foi observada nos grupos controles ou 
expostos ao longo do experimento. 
Nos grupos controle, os valores de PIR observados nos tecidos de 
ostra foram 0,006; 0,025 e 0,008, µg.g-1 de peso seco nos tempos zero, 24 
h e 96 h, respectivamente. Nos grupos expostos após 24 h, os valores 
foram 37,0 µg.g-1 de peso seco (P50) e 54,9 µg.g-1 de peso seco (P100). 
Após 96 h de exposição, os valores foram 72 µg.g-1 de peso seco (P50) e 
132,2 µg.g-1 de peso seco (P100) (Figura 2A). 
Os valores de FLU não foram detectados nos tecidos de C. 
brasiliana do grupos controle (T0 e 24 h) e foram 0,006 µg.g-1 de peso 
seco em 96 h. Nos grupos  expostos após 24 h, os valores foram 6,9 µg.g-
1 de peso seco (F100) e 9 µg.g-1 de peso seco (F200). Após 96 h de 
exposição, os valores foram 12,4 µg.g-1 de peso seco (F100) e 24,2 µg.g-








Figura 1. Concentração de pireno e fluoreno medidos por fluorescência na 
água dos aquários com (Consumo) ou sem (Depleção) ostras Crassostrea 
brasiliana, durante 24 h de exposição: (A) Experimento de exposição ao 
Pireno 100 µg.L-1 (P100) e 50 µg.L-1 (P50) e Controle com DMSO, sem 
ostras; (B) Experimento de exposição ao Fluoreno 200 µg.L-1 (F200) e 100 






Figura 2. Concentração de pireno (A) e fluoreno (B) (µg.g peso seco-1) em 
tecidos moles de Crassostrea brasiliana em tempo zero (T0), 24 e 96 horas 
de exposição: controle (CT); pireno 50 µg.L -1 (P50) e 100 µg.L -1 (P100); 








3.5.2. Nível de transcritos de genes de biotransformação 
 
 Em ostras C. brasiliana expostas ao PIR, houve diferença nos 
níveis de transcritos do gene Citocromo P450 1-like (CYP1-like) em 24 
h, 1,5 vezes maiores no grupo P100 comparado ao controle (Figura 3A). 
Os níveis de transcritos do gene Citocromo P450 2AU1 (CYP2AU1) 
(Figura 3B) foram mais altos no grupo P50 e P100 comparados ao 
controle em 24 h (2,2 vezes e 3,8 vezes, respectivamente) e no grupo P100 
comparado ao controle, em 96 h (1,8 vezes). Para os genes Citocromo 
P450 2-like (CYP2-like) (Figura 3C) e Citocromo P450 356A1-like 
(CYP356A1-like) (Figura 3D) houve diferença entre o grupo P100 e o 
controle, em 24 h de exposição (2,2 vezes e 1,8 vezes, respectivamente). 
O gene Glutationa S-transferase ômega-like (GST-like) (Figura 3E) 
apresentou diferença significativa nos níveis de transcritos do grupo P100 
comparado ao controle em 24 h (1,6 vezes) e P50 comparado ao controle 
em 96 h (1,6 vezes). Os níveis de transcritos de Glutationa S-transferase 
microssomal-like (GSTm-like) (Figura 3F) foram mais altos no grupo 
P100 comparados ao controle em 24 h (2,2 vezes) e os níveis de 
transcritos de Sulfotransferase-like (SULT-like) (Figura 3G) 
apresentaram-se mais altos nos grupos P50 e P100 comparados ao 
controle em 24 h de exposição (2 vezes e 2,5 vezes, respectivamente). 
 Com relação às ostras expostas ao FLU somente houve diferença 
nos níveis de transcritos do gene CYP2AU1 em 96 h, no grupo F200 
comparado ao grupo controle (2,3 vezes) e ao grupo F100 (2,1 vezes) 
(Figura 4B). Não houve diferenças significativas nos níveis de transcritos 
dos genes: CYP1-like (Figura 4A), CYP2-like (Figura 4C), CYP356A1-
like (Figura 4D), GST-like (Figura 4E), GSTm-like (Figura 4F) e SULT-















Figura 3. Nível de transcritos dos genes: (A) CYP1-like, (B) CYP2AU1, (C) 
CYP2-like, (D) CYP356A1-like, (E) GST-like, (F) GSTm-like, (G) SULT-
like em brânquias de ostras C. brasiliana de grupos controles (CT) e expostos 
ao Pireno: 50 g L-1 (P50) e 100 g L-1 (P100). Letras diferentes indicam 






Figura 4. Nível de transcritos dos genes: (A) CYP1-like, (B) CYP2AU1, (C) 
CYP2-like, (D) CYP356A1-like, (E) GST-like, (F) GSTm-like, (G) SULT-
like em brânquias de ostras C. brasiliana de grupos controles (CT) e expostos 
ao Fluoreno: 100 g L-1 (F100) e 200 g L-1 (F200). Letras diferentes indicam 





3.5.3. Atividade de enzimas de biotransformação 
 
 Houve diferença significativa na atividade EROD e GSTm em 
ostras C. brasiliana expostas a 100 µg.L-1 de PIR (P100) em 96 h, quando 
comparadas às ostras do grupo controle. Não houve diferença na atividade 
da GST em ostras expostas ao PIR, e não houve diferença na atividade 
das enzimas EROD, GSTm e GST em ostras expostas ao FLU, em 24 h 
ou 96 h (Figura 5). 
 
Figura 5. Atividade enzimática em 24 h e 96 h em brânquias de ostras C. 
brasiliana de grupos controles (CT) e expostas ao Pireno 100 µg.L-1 (P100) 
e 50 µg.L-1 (P50): (A) EROD, (B) GSTm, (C) GST; e ao Fluoreno 200 µg.L-
1 (F200) e 100 µg.L-1 (F100): (D) EROD, (E) GSTm, (F) GST. Letras 
diferentes indicam diferenças estatísticas para p<0,05. Valores indicados 







Mudanças nos níveis de transcritos e na atividade de enzimas 
relacionadas ao sistema de biotransformação são comumente utilizadas 
em estudos ecotoxicológicos que visam avaliar a exposição de 
organismos aquáticos aos HPAs. Nesse sentido, ostras Crassostrea 
brasiliana foram submetidas a duas concentrações de pireno e fluoreno e 
respostas relacionadas à exposição a esses HPAs foram verificadas em 
brânquias, através dos níveis de transcritos de genes e atividade de 
enzimas de biotransformação de fases I e II. Com o intuito de confirmar 
o consumo dos HPAs pelas ostras durante o período experimental, a 
concentração destes foi monitorada na água dos aquários de exposição 
por fluorescência e análises químicas foram realizadas nos tecidos das 
ostras, antes da exposição, em 24 h e 96 h após a exposição aos HPAs. 
Os níveis de PIR e FLU monitorados ao longo de 24 h de exposição 
nos aquários contendo ostras, aliados aos resultados das análises químicas 
nos tecidos, mostraram que houve bioconcentração dos HPAs pelas ostras 
durante o período de exposição. No entanto, também houve a diminuição 
dos HPAs nos aquários sem ostras, indicando que há uma depleção desses 
compostos não associada ao consumo pelos organismos.  
Com relação ao tempo de meia vida na água dos aquários com 
ostras, o tempo mais alto do FLU na concentração de 100 g.L-1 
comparado ao tempo do PIR na mesma concentração (100 g.L-1), e as 
maiores concentrações de PIR bioconcentradas nos tecidos, podem estar 
relacionados à solubilidade desses HPAs em soluções aquosas. A 
solubilidade do PIR em água é menor do que a solubilidade do FLU, 
calculadas e demonstradas através da relação de partição octanol-água, 
sempre mais alta no PIR quando comparada ao FLU (Bruggeman et al., 
1982; Miller et al., 1985; Sangster, 1989). Em função da maior 
lipofilicidade do PIR quando comparado ao FLU, há a tendência de uma 
maior interação hidrofóbica entre o PIR e a bicamada lipídica da 
membrana plasmática celular, o que permite a entrada deste HPA mais 
facilmente no meio intracelular dos organismos expostos, através da 
membrana plasmática por processo de difusão (Sikkema et al., 1994; 
1995). Esse motivo pode estar relacionado também à maior quantidade de 
respostas bioquímicas e moleculares encontradas no sistema de 
biotransformação das ostras expostas ao PIR. 
Embora ainda desconhecidos os mecanismos metabólicos, sabe-se 
que os invertebrados marinhos são capazes de biotransformar o pireno. 
No gastrópode marinho Buccinum undatum foram identificados nove 
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produtos de biotransformação do pireno, incluindo metabólitos 
hidroxilados e conjugados (Beach et al., 2010). Em Crassostrea gigas, o 
metabólito 1-hidroxipireno foi detectado nos tecidos ao longo de 24 h de 
exposição ao pireno (Bustamante et al., 2012). A presença desses 
metabólitos evidencia a ocorrência dos processos de biotransformação de 
fase I e II em moluscos marinhos. 
Após a entrada dos HPAs na célula, sua metabolização ocorre a 
partir da ativação de enzimas específicas que participam das reações de 
biotransformação. A fase I de biotransformação envolve a atividade redox 
das enzimas da superfamília do citocromo P450 (CYP). Os produtos das 
reações de fase I podem ser substratos das reações de conjugação 
catalisadas pelas enzimas de fase II, como a Glutationa S-transferase e a 
Sulfotransferase. 
Os Citocromos P450 compreendem uma das maiores e mais 
amplamente distribuídas superfamília de proteínas, encontrados em 
plantas, bactérias, fungos, animais vertebrados e invertebrados (Nelson, 
2011; 2013). Em invertebrados aquáticos, o metabolismo de HPAs como 
o benzo[a]pireno (B[a]P) e pireno é mediado por enzimas do complexo 
CYP450 (Rewitz et al., 2006). Ressaltando a importância desse complexo 
frente à exposição a HPAs, no presente estudo, em brânquias de ostras 
expostas ao PIR foram observadas diferenças nos níveis de transcritos dos 
quatro genes CYP avaliados: CYP1-like; CYP2-like; CYP2AU1 e 
CYP356A1-like. 
A família CYP1 está envolvida na detoxificação e bioativação de 
HPAs em vertebrados (Shimada et al., 1996; Uno et al., 2004). A 
detoxificação celular dos HPAs realizada por algumas famílias de CYP, 
incluindo CYP1, é modulada pelo receptor de aril hidrocarboneto (AhR) 
que está normalmente presente no citosol, em sua forma inativa, em 
complexo com algumas proteínas, como a proteína de choque térmico 
(Hsp90) e a proteína 2 associada à co-chaperona X (XAP2). Após a 
interação com um ligante, por exemplo um HPA, o complexo AhR é 
translocado para o núcleo, se dissocia das proteínas citoplasmáticas e se 
associa com o translocador nuclear de AhR (translocador nuclear de AhR: 
ARNT). O complexo ligante AhR-ARNT atua controlando a expressão 
de genes específicos, como o CYP1 (Arukwe e Nordbo, 2008; Du et al., 
2015; Hu et al., 2015; Williams et al., 1998). O gene AhR foi identificado 
em vários bivalves como Crassostrea gigas (Zhang et al., 2012); Pinctada 
martensii (Du et al., 2015); Chlamys farreri (Cai et al., 2016); Mytilus 
edulis e Dreissena polymorpha (Hahn, 2002); Ruditapes philippinarum 
(Liu et al., 2010) e Mya arenaria (Butler et al., 2001). Entre os possíveis 




(Barron et al., 2004; Billiard et al., 2002; Liu et al., 2010; 2014a; Machala 
et al., 2001; Vondracek et al., 2007). Ainda, em estudo in vitro realizado 
por Machala e colaboradores (2001), houve ativação do AhR pelo pireno, 
enquanto o fluoreno não ativou esse receptor. 
Em moluscos bivalves, genes CYP1-like foram identificados em 
Crassostrea gigas (Zhang et al., 2012); Chlamys farreri (Guo et al., 
2013); Mytilus edulis (Zanette et al., 2013), C. brasiliana (Lüchmann et 
al., 2015) e Nodipecten nodosus (Piazza et al., 2016). Em experimentos 
realizados com mexilhões Mytilus edulis (Zanette et al., 2013) expostos a 
agonistas do AhR e vieiras Nodipecten nodosus expostas ao fenantreno, 
não foram observadas diferenças nos níveis de transcritos de CYP1-like 
(Piazza et al., 2016). No entanto, Lüchmann e colaboradores (2015) em 
estudo de um transcriptoma realizado em brânquias e glândulas digestivas 
de Crassostrea brasiliana expostas a fenantreno, identificaram ativação 
do nível de transcrição do gene CYP1A-like. Esses resultados, aliados ao 
aumento do nível de transcritos de CYP1-like em brânquias da mesma 
espécie expostas ao pireno (100 g.L-1, tempo 24 h) no presente trabalho, 
sugerem a participação dos genes da família CYP1 na biotransformação 
de HPAs na espécie C. brasiliana. 
Corroborando essa hipótese, houve um aumento da atividade 
EROD em C. brasiliana expostas ao pireno (100 g.L-1, tempo 96 h), 
enzima cuja atividade é amplamente avaliada como método de 
quantificação in vitro da atividade enzimática de CYP (Whyte et al., 
2000). Em peixes, a atividade EROD aliada à expressão gênica e catalítica 
de CYP1A é bem caracterizada e considerada um biomarcador sensível 
de exposição aos HPAs (Burgeot et al., 1996; Casini et al., 2006; Guo et 
al., 2016; Holth et al., 2014; Meier, et al., 2010; Stephens et al., 2000; 
Stegeman et al., 1988; Tollefsen et al., 2008; Van der Oost et al., 2003; 
Zhu et al., 2008). Recentemente, a atividade EROD foi detectada, 
caracterizada e relacionada com a atividade CYP1 após testes com 
diversos inibidores, em brânquias de C. brasiliana (Siebert et al., 2017a). 
Em moluscos bivalves, a atividade EROD foi correlacionada 
positivamente com o nível de transcritos de genes CYP1-like em 
brânquias de C. gigas (Siebert et al., 2017b). A atividade EROD e a 
expressão de CYP1A foram detectadas em hemócitos de Chamelea 
gallina expostas a B[a]P (Monari et al., 2009). Em Chlamys farreri e 
Ruditapes philippinarum expostos ao B[a]P, a atividade EROD foi 
relacionada com o aumento de transcritos dos genes AhR e CYP1A1 (Liu 
et al., 2014a, 2014b; Tian et al., 2013). Em vieiras Chlamys farreri 
expostas ao criseno, a atividade EROD foi relacionada ao aumento da 
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transcrição de CYP1A (Xiu et al., 2015). Nessa mesma espécie exposta ao 
B[a]P e criseno, o aumento da transcrição de CYP1A, AhR e ARNT foi 
relacionado à atividade EROD (Guo et al., 2016). No presente trabaho, 
portanto, a presença do pireno em maior concentração (100 g.L-1) pode 
ter levado à ativação do sistema AhR-ARNT em C. brasiliana, 
modulando a transcrição do gene CYP1-like em 24 h e promovendo a 
síntese da isoforma de CYP450 (CYP1), acarretando em um aumento da 
atvidade EROD em 96 h de exposição das ostras submetidas à mesma 
concentração de pireno. 
 Em deuterostômios, de equinodermas a mamíferos, a família de 
CYP2 é a maior e mais diversa família conhecida de CYPs (Goldstone et 
al., 2006; Nelson et al., 2009). Em mamíferos, os CYP2 são responsáveis 
pelo metabolismo de compostos estruturalmente diversos como drogas, 
esteroides e carcinógenos (Kirischian et al., 2011; Lee, 2008). Em peixes, 
membros da família CYP2 estão envolvidos no metabolismo de 
compostos endógenos como o ácido araquidônico e hormônios 
esteroidais; e no metabolismo de compostos exógenos como drogas e 
fármacos (Goldstone et al., 2010; Schlenk et al., 2008). Em moluscos, os 
membros da família CYP2 juntamente com os de CYP1, fazem parte do 
Clã 2. Esse, em análise do genoma de Crassostrea gigas, aparece como o 
maior clã de CYPs, sugerindo um importate papel metabólico destes 
genes em ostras (Zhang et al., 2012). 
Em bivalves, embora o papel metabólico dos genes da família 
CYP2 ainda não esteja bem estabelecido, diversos trabalhos mostram o 
aumento de transcritos de genes da família CYP2 em moluscos expostos 
a HPAs. Vieiras Chlamys farreri expostas a B[a]P por três dias 
apresentaram transcrição diferencial dos genes CYP2D10 (induzido), 
CYP2B5 e CYP2U1 (reprimidos) (Cai et al., 2014). Em vieiras 
Nodipecten nodosus expostas a fenantreno, por um e quatro dias houve 
variação na transcrição gênica de CYP2D20-like e CYP2UI-like (Piazza 
et al., 2016). Em ostras Crassostrea brasiliana expostas a fenantreno 
houve aumento na transcrição gênica de CYP2-like1, CYP2-like2 e 
CYP2AU1 (1000 g.L-1) e CYP2-like2 (100 g.L-1) (Lüchmann et al., 
2014). Em outro estudo realizado com C. brasiliana expostas ao 
fenantreno (100 g.L-1) em diferentes salinidades, o nível de transcritos 
do gene CYP2-like1 foi afetado apenas pela exposição ao HPA (Zacchi et 
al., 2017). Corroborando esses resultados, no presente trabalho, houve 2,2 
vezes mais transcritos do gene CYP2-like em C. brasiliana expostas a 100 




Interessantemente, para o gene CYP2AU1 houve diferença nos 
níveis de transcritos das ostras C. brasiliana expostas ao pireno, em 24 h 
para 50 e 100 g.L-1 e em 96 h para 100 g.L-1. Além disso, esse foi o 
único gene que apresentou diferenças em ostras expostas ao fluoreno (96 
h, 200 g.L-1). Embora pouco se saiba sobre a função biológica de 
CYP2AU1, o nível de transcritos desse mesmo gene em C. brasiliana foi 
afetado após exposição ao fenantreno em brânquias, glândula digestiva, 
intestino e manto (Dos Reis et al., 2015; Lüchmann et al., 2014; Zacchi 
et al., 2017). Somadas a esses estudos com fenantreno, as respostas do 
gene CYP2AU1 em ostras expostas a ambas concentrações de pireno (50 
e 100 g.L-1) e fluoreno (200 g.L-1) sugerem uma importante 
participação desse gene no metabolismo de HPAs de C. brasiliana. 
Em ostras da espécie C. gigas, os níveis de transcritos do gene 
CYP356A1 têm sido propostos como biomarcadores moleculares de 
exposição ao esgoto sanitário (Flores-Nunes et al., 2015; Medeiros et al., 
2008; Rodrigues-Silva et al., 2015; Toledo-Silva et al., 2008). No 
presente trabalho, houve diferenças nos níveis de transcritos de 
CYP356A1-like em C. brasiliana expostas ao pireno 100 g.L-1 (24 h). 
Embora respostas semelhantes tenham sido observadas em C. brasiliana 
exposta ao fenantreno (Lüchmann et al., 2014), são necessários mais 
estudos envolvendo as respostas de CYP356A1-like em ostras expostas a 
HPAs. 
Com relação ao sistema de biotransformação de fase II, as GSTs 
são enzimas ubíquas encontradas na maioria dos filos animais, envolvidas 
no sistema de proteção contra uma gama de xenobióticos e subprodutos 
do metabolismo oxidativo, além de conjugarem uma série de compostos 
carcinogênicos com o tripeptídio endógeno glutationa (GSH) (Boutet et 
al., 2004a; Sharma et al., 2004). 
Membros da classe de GSTs ômega (GST) são conhecidos por 
atuarem na proteção contra o estresse oxidativo celular (Board et al., 
2000; Dulhunty et al., 2001), que pode ocorrer quando há um 
desequilíbrio entre a produção e a remoção ou eliminação de espécies 
reativas de oxigênio (EROs), geradas no processo de biotransformação de 
HPAs (Kelly, 2003; Regoli et al., 2002). Nesse processo, várias proteínas 
celulares formam adutos de S-tiol com glutationa e cisteína, que podem 
inativar funções enzimáticas. Uma das funções descritas para a GST 
envolve a remoção destes adutos de S-tiol como forma de restaurar as 
funções enzimáticas celulares (Board et al., 2000; Boutet et al., 2004b; 
Sheehan et al., 2001).  
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Em bivalves, os níveis de transcritos de GST-like mostraram-se 
alterados e relacionados à proteção contra estresse oxidativo após 
exposição aos mais variados tipos de contaminantes: em ostras 
Crassostrea gigas expostas a hidrocarbonetos (Boutet et al., 2004b); 
esgoto sanitário (Flores-Nunes et al., 2015; Medeiros et al., 2008) e 
ibuprofeno (Serrano et al., 2015); em Crassostrea brasiliana expostas a 
fenantreno (Lüchmann et al., 2014; Zacchi et al., 2017) e esgoto sanitário 
(Pessatti et al., 2016), em Crassostrea ariakensis expostas a ficotoxinas 
(Zou et al., 2015); em vieiras Nodipecten nodosus expostas ao fenantreno 
(Piazza et al., 2016); em moluscos de areia Venerupis philippinarum 
expostos a metais traço e B[a]P (Zhang et al., 2012) e em abalones 
Haliotis discus discus expostos a metais traço (Wan et al., 2009). No 
presente estudo, houve um maior nível de transcritos do gene GST-like 
nas ostras expostas a 100 g.L-1 de pireno em 24 h, e a 50 g.L-1 de pireno 
em 96 h. Sugere-se, portanto, uma necessidade de metabolização dos 
subprodutos da biotransformação do pireno dose-dependente com o 
passar do tempo de exposição. Em concentração mais alta pode haver um 
requerimento do aumento nos níveis de transcritos de GST-like mais 
rapidamente. Em concentração mais baixa, pode levar mais tempo para 
que seja necessário o aumento dos níveis de transcritos de GST-like. 
As GSTs microssomais (GSTm), também designadas de “proteínas 
associadas de membrana envolvidas no metabolismo de eicosanoides e 
glutationa” (MAPEG, do inglês Membrane-Associated Protein 
Eicosanoid and Glutathione), são proteínas predominantemente 
localizadas no retículo endoplasmático; fazem parte do sistema de 
biotransformação do ácido araquidônico (Hayes et al., 2005; Jakobsson 
et al., 2000; Lüchmann et al., 2015) e podem estar envolvidas na 
detoxificação de xenobióticos (Hayes et al., 2005; Higgins e Hayes, 2011; 
Kelner et al., 2000). Como as Glutationas transferases, as GSTm possuem 
seletividade por compostos halogenados, como o 1-cloro-2,4-
dinitrobenzeno (CDNB) e alguns hidrocarbonetos insaturados 
polihalogenados (Johansson et al., 2010). No entanto, somado às 
atividades glutationa peroxidase, o papel fundamental da GSTm envolve 
a proteção celular contra danos causados pelo malondialdeído (MDA), 
produto da peroxidação lipídica (Crespo e Sole, 2016; Shimoji et al., 
2017; Zhang et al., 2017; Zou et al., 2015). Um quadro de estresse 
oxidativo promovido pelo desbalanço de EROs pode levar à peroxidação 
lipídica e contribuir para a geração de MDA (Shimoji et al., 2017). A 
expressão do gene GSTm-like pode ser, portanto, regulada em situações 




Kelner et al., 2000). A exposição ao pireno causou aumento dos níveis de 
peroxidação lipídica em peixes (Oliveira et al., 2012) e ostras (Xie et al., 
2017). No presente estudo, os níveis de transcritos mais altos de GSTm-
like em brânquias de ostras expostas a 100 g.L-1 de pireno em 24 h, 
seguidos pelo aumento da atividade da GSTm no mesmo grupo (P100) 
em 96 h de exposição, podem estar relacionados à alta lipofilicidade do 
pireno, que tende a apresentar uma alta interação hidrofóbica entre esse 
HPA e camada lipídica da membrana do retículo endoplasmático, 
aumentando a necessidade de transcrição do gene GSTm-like e atividade 
de GSTm (Sikkema et al., 1994; 1995). Além disso, sugerem uma 
possível participação da GSTm na proteção contra o estresse oxidativo 
induzido pelo pireno. No entanto, são necessários mais estudos que 
confirmem essa hipótese. 
As Sulfotransferases (SULTs) citosólicas pertencem a uma 
superfamília de enzimas multifuncionais que desempenham um 
importante papel no metabolismo de fase II de biotransformação. Esse 
grupo de enzimas catalisa a conjugação de sulfatos, detoxificando e 
bioativando uma série de xenobióticos e compostos endógenos como 
hormônios, drogas e contaminantes orgânicos (Chapman et al., 2004; 
Gamage et al., 2006; Mitra e Audus, 2009; Nagata e Yamazoe, 2000). Foi 
observada uma predominância de metabólitos de pireno conjugados 
sulfatados em peixes (Carassius auratus; Corydora aeneus e Colisa 
labiosa) e no crustáceo Daphnia magna expostos a pireno, o que sugere 
uma importante participação da SULT no processo de biotransformação 
(Ikenaka et al., 2013; 2006). Em bivalves, ainda não haviam sido 
demonstradas respostas moleculares que envolvessem o gene da SULT 
frente a exposições ao pireno ou fluoreno. No entanto, concernente a 
outros HPAs, o aumento na transcrição de SULT-like em bivalves foi 
relatado previamente em vieiras Chlamys farreri expostas a B[a]P e 
criseno (Guo et al., 2016) e em moluscos de areia Ruditapes 
phillipipnarum expostos ao B[a]P (Liu et al., 2015). Em ostras da espécie 
Crassostrea brasiliana, houve aumento da transcrição de SULT-like após 
exposição ao fenantreno (Lüchmann et al., 2015; Zacchi et al., 2017) e a 
um local contaminado por HPAs (Pessatti et al., 2016). De maneira 
interessante, no presente estudo, o nível de transcritos do gene SULT-like 
(identificada como SULT1C4-like) apresentou-se mais alto em C. 
brasiliana expostas a ambas concentrações de pireno (50 e 100 g.L-1) 
em 24 h. Embora nenhum resultado tenha sido observado nos níveis de 
transcritos de SULT-like em ostras expostas ao fluoreno, em função da 
resposta às duas concentrações de PIR, o uso desse gene como potencial 
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biomarcador de contaminação aquática por HPA deve ser considerado. 
No entanto, são necessários mais estudos que esclareçam a modulação 
gênica de SULT-like e avaliem potenciais substratos relacionados à 




O aumento da atividade enzimática em conjunto com o aumento 
dos níveis de transcritos dos genes relacionados às fases I e II em 
brânquias de C. brasiliana evidenciam a atuação do metabolismo de 
biotransformação do pireno nessa espécie, para as condições testadas. 
O aumento dos níveis de transcritos do gene CYP2AU1 em ostras 
expostas ao pireno e fluoreno sugerem o uso desse gene como potencial 
biomarcador de contaminação por HPAs em C. brasiliana. 
A maior lipofilicidade do pireno em relação ao fluoreno pode estar 
associada ao menor tempo de meia-vida desse HPA na água dos aquários 
com ostras e às altas concentrações bioconcentradas nos tecidos, bem 
como à maior quantidade de respostas observadas nos níveis de 







3.8. Material suplementar 
 
Figura Suplementar 1. Desenho experimental das exposições de ostras C. 
brasiliana aos HPAs: (A) Pireno 50 g.L-1 (P50) e 100 g.L-1 (P100); e (B) 
Fluoreno 100 g.L-1 (F100) e 200 g.L-1 (F200). Número de ostras por 














Figura Suplementar 2. Esquema de linha do tempo para detalhamento de 
alimentação de ostras Crassostrea brasiliana durante período de aclimatação 
e exposição ao Pireno ou ao Fluoreno. Durante o período de exposição, ao 
final de cada alimentação, houve nova diluição do respectivo HPA na água 
dos aquários. Legenda: Em vermelho, período em dias de aclimatação. Em 
azul, período de exposição: Tempo zero de exposição (T0); Tempo 24 horas 
de exposição (24 h); Tempo 96 horas de exposição (96 h). Em verde, 
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4. CONCLUSÕES GERAIS E PERSPECTIVAS 
 
A realização desse estudo demonstrou, no Capítulo 2, que os 
genes de biotransformação de fase I foram afetados principalmente pela 
exposição ao fenantreno e evidenciou os efeitos da salinidade sobre a 
transcrição de genes do sistema de biotransformação de fase II, do sistema 
antioxidante e do metabolismo de aminoácidos da ostra Crassostrea 
brasiliana. Ainda, os resultados de interação entre os fatores salinidade e 
fenantreno nos genes CYP2-like2 e SULT-like sugerem que, em baixas 
salinidades, as ostras são mais susceptíveis aos efeitos do fenantreno em 
níveis transcricionais. O efeito da salinidade sobre os genes relacionados 
ao sistema antioxidante e metabolismo de aminoácidos sugere um 
importante papel desses genes na codificação de proteínas que envolvem 
proteção contra danos oxidativos e adaptações celulares à salinidade. 
No Capítulo 3, foi analisada a resposta de genes e enzimas 
relacionados com o sistema de biotransformação de fase I e II de HPAs 
em ostras C. brasiliana expostas ao pireno e fluoreno. A maior 
lipofilicidade do pireno em relação ao fluoreno pode estar associada ao 
menor tempo de meia-vida desse HPA na água dos aquários com ostras, 
bem como à maior quantidade de respostas observadas nos níveis de 
transcritos e atividade enzimática em brânquias de C. brasiliana. Em 
todos os genes de biotransformação de fase I (CYP1-like; CYP2-like; 
CYP2AU1 e CYP356A1-like) e fase II (GST-like; GSTm-like e SULT-
like) avaliados, houve aumento do nível de transcritos em ostras expostas 
ao pireno. Somados a esses resultados, houve aumento da atividade 
EROD e GSTm. Esses resultados evidenciam a atuação do metabolismo 
de biotransformação do pireno em C. brasiliana nas condições testadas. 
Após exposição ao fluoreno, apenas houve aumento dos níveis de 
transcritos no gene CYP2AU1.  
Fundamentado em uma análise geral, o gene CYP2AU1 
apresentou variações transcricionais após exposição ao fenantreno, pireno 
e fluoreno. Esses resultados, somados a estudos anteriores realizados em 
nosso laboratório com C. brasiliana em diferentes condições de 
exposição, sugerem o uso do gene CYP2AU1 como potencial 
biomarcador molecular em ostras C. brasiliana expostas a HPAs. 
Com a finalidade de observação dos perfis de resposta ao longo 
do tempo, em todos os experimentos realizados, as respostas bioquímicas 
e moleculares foram avaliadas em C. brasiliana nos mesmos períodos de 
exposição (24 h e 96 h). Após exposição à salinidade e fenantreno, houve 
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respostas dos genes avaliados tanto em 24 h, quanto em 96 h. Situações 
crônicas de estresse, como o estresse osmótico, podem ocasionar 
oscilações nos níveis de transcrição gênica ao longo do tempo, levando à 
variação das respostas moleculares. Em função disso, no primeiro 
experimento, não foi possível traçar um perfil de resposta molecular 
relacionado ao tempo. Após exposição ao fluoreno, somente foi 
observada alguma alteração em nível molecular nos parâmetros estudados 
em 96 h. No entanto, após 24 h de exposição ao pireno, foram observadas 
respostas moleculares em todos os genes avaliados. As respostas 
bioquímicas, por sua vez, foram observadas em 96 h de exposição ao 
pireno. Estes perfis podem auxiliar na escolha dos tempos de exposição 
ao pireno e fluoreno em experimentos futuros. É importante ressaltar que, 
no presente estudo, apenas genes e enzimas relacionados ao sistema de 
biotransformação foram analisados, e faz-se necessária a realização de 
estudos que envolvam outras vias e processos metabólicos. 
Fatores abióticos, como a salinidade, devem ser levados em 
consideração na realização de estudos com biomarcadores moleculares de 
contaminação por HPAs em C. brasiliana. Genes comumente utilizados 
nesses estudos com biomarcadores, como por exemplo, aqueles 
relacionados com o sistema de defesas antioxidantes (CAT-like e SOD-
like), após exposição ao fenantreno e salinidade no presente estudo, foram 
afetados somente pela salinidade. Corroborando esta conclusão, os níveis 
de transcritos de genes de biotransformação de fase II GST-like e 
GSTm-like, mesmo alterados após exposição ao pireno, foram 
influenciados apenas pela salinidade, após exposição ao fenantreno e 
salinidade. 
Diante destas considerações, é importante destacar a necessidade 
de realização de mais estudos que reforcem os resultados desta tese. 
Devem ser levados em conta, além dos HPAs e salinidade, outros fatores 
abióticos como a temperatura e o pH, com a finalidade de compreender 
como esses fatores podem vir a interferir nas respostas moleculares de 
ostras C. brasiliana. Além disso, para efeito de estudos que envolvam 
biomarcadores de contaminação aquática, é oportuno frisar a necessidade 
da avaliação de respostas moleculares e bioquímicas em outras vias e 
processos metabólicos, bem como em outros tecidos de C. brasiliana, 
frente à exposição a HPAs, concentrações e tempos de exposição 
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Sistema de filtração de efluentes contaminados por Hidrocarbonetos 
Policíclicos Aromáticos 
 
 Após a realização dos experimentos dos Capítulos 2 e 3, a água 
utilizada na exposição dos animais, contendo fenantreno (Capítulo 2), 
pireno e fluoreno (Capítulo 3) não depletados ou consumidos pelas ostras, 
foi destinada a um sistema de filtração. Esse sistema foi montado com a 
finalidade de garantir o destino adequado dos efluentes gerados por meio 
de contenção do volume total de resíduos e tratamento por filtração em 
sistema de recirculação. O sistema foi desenvolvido pelo Engenheiro de 
Aquicultura Dr. Fabrício Flores Nunes, e montado no Laboratório de 
Biomarcadores de Contaminação Aquática e Imunoquímica (LABCAI) 
da Universidade Federal de Santa Catarina (UFSC), antes da realização 
dos experimentos. Em cada troca de água dos aquários de exposição, todo 
o volume de água utilizado foi estocado em uma bombona de 
polipropileno com capacidade para 200 L (Figura 1A), conectada a um 
sistema de recirculação e a outra bombona de igual volume (Figura 1B). 
A água foi bombeada com auxílio de uma bomba hidráulica Cubos Orca 
4800 L/h (Figura 1C). 
 
Figura 1. Sistema de filtração de efluentes composto de duas bombonas com 
capacidade para 200 L, cada. (A): Bombona para estoque de água; (B): 
Bombona com elementos filtrantes; (C) Bomba hidráulica; (D) Torneira para 






Fonte: ZACCHI, F.L. (Arquivo pessoal). 
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Em uma das bombonas, foram adicionados elementos filtrantes, 
quais sejam: argila expandida (DORDIO et al., 2010; DONG et al., 201; 
NKANSAH et al., 2012; DORDIO; CARVALHO, 2013; SHAVISI et al., 
2013), carvão ativado (GUO; KAPLAN; KARANFIL, 2008), folhas de 
bambu, cascas de Pinus sp. (LI; CHEN; ZHU, 2010), Folhas de Pinus sp. 
(CHEN; YUAN; LIU, 2011; XI; CHEN, 2014), e conchas de ostras 
moídas, conforme mostrado na Figura 2. 
 
Figura 2. Elementos filtrantes utilizados no sistema para retenção dos 
hidrocarbonetos policíclicos aromáticos. 
 
Fonte: FLORES-NUNES, F. (Arquivo pessoal). 
 
 A água de entrada no sistema, contendo os efluentes não 
depletados ou consumidos pelas ostras dos experimentos, permaneceu por 
um período de 24 h para tratamento. Foram realizadas amostragens de 
água de entrada e de saída, após as 24 h de recirculação no sistema. As 
amostragens foram realizadas a partir de um mL de água de entrada ou de 




Fenantreno: 240 nm excitação / 360 nm emissão; para Pireno: 270 nm 
excitação / 384 nm emissão; para Fluoreno: 258 nm excitação / 313 nm 
emissão) em espectrofluorímetro (Spectramax M5, Molecular Devices, 
Sunnyvale, CA, USA) e transformadas em concentração do respectivo 
HPA a partir de uma diluição seriada de 2 mg. L-1 do HPA como curva 
padrão de referência.  
 Para a realização das análises estatísticas, foi utilizada a média de 
três amostragens da água de entrada e de saída. Os dados foram 
submetidos ao teste não paramétrico de Mann-Whitney, com diferenças 
significativas consideradas para p<0,05, em software GraphPad Prism 
5.0. 
Os resultados da eficiência do sistema de filtração do fenantreno 
estão demonstrados da Figura 3, do pireno na Figura 4 e do fluoreno na 
Figura 5. 
 
Figura 3. Concentração relativa do fenantreno em água utilizada no 
experimento do Capítulo 2. Entrada: água residual pós experimento; Saída: 
água após 24 h em sistema de filtração. Resultados apresentados como média 











Figura 4. Concentração relativa do pireno em água utilizada no experimento 
do Capítulo 3. Entrada: água residual pós experimento; Saída: água após 24 




Figura 5. Concentração relativa do fluoreno em água utilizada no 
experimento do Capítulo 3. Entrada: água residual pós experimento; Saída: 
água após 24 h em sistema de filtração. Resultados apresentados como média 





Conforme demonstrado nas Figuras 3, 4 e 5, o sistema de filtração 
de HPAs foi capaz de reter o fenantreno, pireno e fluoreno ainda 
remanescente dos experimentos e não consumidos pelas ostras. As 
quantidades remanescentes após a passagem pelo sistema de filtração 
apresentaram valores muito abaixo das concentrações em que há a 
possibilidade de risco ou perigo aos animais e seres humanos em 
ambientes aquáticos, segundo a Agência de Proteção Ambiental dos 
Estados Unidos (United States Environmental Protection Agency - US 
EPA), (EPA, 2015) a União Europeia (EU, 2011) e a resolução vigente 
do CONAMA 454/2012 para HPAs em sedimento (CONAMA, 2012). A 
resolução vigente do CONAMA 357/2005 para HPAs em água do mar, 
não cita os HPAs fenantreno, pireno e fluoreno (CONAMA, 2012). 
 Os rejeitos sólidos provenientes do sistema de filtração após a 
realização dos experimentos foram apropriadamente acondicionados e 
destinados como descarte à Gestão de Resíduos Sólidos da UFSC.    
 Nesse contexto, conclui-se que o sistema de filtração desenvolvido 
e montado no LABCAI/UFSC é eficiente para tratamento dos efluentes 
de experimentos realizados com os HPAs fenantreno, pireno e fluoreno. 
É necessário, no entanto, realizar testes com outros HPAs para verificar a 
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Levantamento de potenciais genes normalizadores em transcriptoma 
de glândula digestiva de ostras Crassostrea rhizophorae coletadas em 
quatro locais do litoral brasileiro. 
 
Caracterização do problema  
 Estudos envolvendo os níveis de transcrição gênica são realizados 
com frequência na busca de novos biomarcadores de contaminação 
aquática e na identificação de vias e processos celulares e do 
desenvolvimento (FENG et al., 2013; LÜCHMANN et al., 2015; MILAN 
et al., 2013; SERRANO et al., 2015; ZACCHI et al., 2017). Para esses 
estudos, a técnica de PCR quantitativa em tempo real (qPCR) é 
normalmente utilizada e mostra-se vantajosa devido a sua sensibilidade, 
velocidade e especificidade (ARTICO et al., 2010; SANG et al., 2013). 
Para assegurar a confiabilidade e exatidão das análises de qPCR, é 
necessária a aplicação de genes de referência para normalizar as 
diferenças amostrais e as variações provenientes da execução das reações, 
como variações na quantidade de material; variações entre as extrações 
de RNA e eficiência na transcrição reversa (HUGGETT et al., 2005; 
RADONIĆ et al., 2004). Estudos realizados em nosso laboratório 
envolvendo análises de transcrição gênica em moluscos bivalves e peixes 
expostos a diferentes contaminantes ambientais, frequentemente 
encontram contratempos e dificuldades na utilização de um ou mais genes 
de referência que normalizem os dados entre os grupos experimentais. 
Em função disso, a normalização da técnica de qPCR torna-se um dos 
maiores desafios e reforça a importância na busca por genes de referência. 
 Durante o projeto Gene expression profiling of marine-estuarine 
bivalves from Brazil: applications of basic sciences as a tool in 
environmental monitoring foram coletadas amostras da ostra nativa 
Crassostrea rhizophorae - espécie de ampla distribuição ao longo da 
costa brasileira – em dois locais de São Paulo-SP, e dois locais de 
Florianópolis-SC. A análise do transcriptoma de glândulas digestivas foi 
realizada, e para a validação dos genes diferencialmente transcritos entre 
os locais de coleta, faz-se necessário o levantamento dos potenciais genes 
normalizadores a serem usados neste e em outros estudos semelhantes. 
 
Metodologia 
 Ostras Crassostrea rhizophorae foram coletadas em quatro locais 
da costa brasileira: São Paulo-SP: Bora Bora (Referência) e São Vicente 
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(Contaminado) e Florianópolis-SC: Sambaqui (Referência) e Rio 
Bücheller (Contaminado) (Figura 1). 
 
Figura 1. Mapa demonstrando os locais no Brasil e datas de coleta de 
Crassostrea rhizophorae. Locais de São Paulo – SP: Bora Bora (Referência) 
e São Vicente (Contaminado) e locais de Santa Catarina – SC: Sambaqui 
(Referência) e Rio Bücheller (Contaminado). 
 
 
Fonte: Google Maps, 2017 (Adaptada). 
 
 As glândulas digestivas de trinta ostras por local de coleta foram 
extraídas e agrupadas em seis pools de cinco amostras cada. Cinco pools 
por local de coleta foram utilizados para a síntese de bibliotecas de cDNA, 
posteriormente sequenciadas em Illumina Hi-Seq 2500. A partir das 
sequências obtidas, a montagem de novo dos transcritos foi realizada 
utilizando o programa Velvet-Oases (SCHULZ et al., 2012). Os 
transcritos gerados foram anotados por homologia através da ferramenta 
blastp (ALTSCHUL et al., 1997) utilizando o banco Swiss-Prot 
(BOECKMANN et al., 2003). As leituras oriundas do sequenciamento 
Illumina foram mapeadas nos transcritos utilizando o pseudo-alinhador 
KALLISTO (BRAY et al., 2016). A transcrição diferencial foi inferida a 
partir das abundâncias relativas e calculadas par a par através do pacote 




genes de referência, os dados de variação em logFC foram convertidos 
para a razão de FC (fold change = 2logFC). Foram selecionados os genes 
com razão de FC variando entre 0,99 e 1,01. Em seguida, os genes foram 
filtrados pelos valores de logCPM acima de cinco (valores de abundância 
normalizados pelo pacote EdgeR). Os transcritos foram avaliados por sua 
anotação e então selecionados manualmente através de dois critérios: as 
funções biológicas de cada gene e a literatura disponível sobre genes 
normalizadores em moluscos bivalves. 
 
Genes selecionados 
 Após a filtragem, 342 genes foram utilizados para a busca dos 
potenciais normalizadores, de um total de 18.502 transcritos 
considerando todos os pools e grupos avaliados. Destes, 51 genes não 
foram anotados (aproximadamente 15%), resultando em um total de 291 
genes. Dentre esses, os 30 transcritos apresentando maior valor de 
logCPM estão demonstrados na Tabela 1. 
Em estudos de análises de normalizadores em moluscos bivalves 
nas mais diversas condições experimentais, os genes comumente 
sugeridos pertencem à classe das proteínas ribossomais, estão 
relacionados ao citoesqueleto ou envolvidos em processos biológicos 
como metabolismo de carboidratos; transporte de vesículas; regulação de 
proteínas; tradução; desenovelamento de RNA (Tabela 2). 
Como resultado do filtro aplicado para os transcritos de C. 
rhizophorae, foram sugeridos como potenciais genes normalizadores: 
genes ribossomais (RIB60S), genes de citoesqueleto (ACT e ANK), 
envolvidos no processo de tradução (EF1) e desenovelamento de RNA 
(HELI) e transporte de vesículas (ARF1) (Tabela 3). 
Estes genes, após testados e validados, poderão ser utilizados nas 
normalizações de estudos de qPCR do projeto Gene expression profiling 
of marine-estuarine bivalves from Brazil: applications of basic sciences 
as a tool in environmental monitoring e demais estudos a serem 
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J.L.; PAZOS, A.J., Selection of reference genes for quantitative RT-
PCR studies on the gonad of the bivalve mollusc Pecten maximus L. 
Aquaculture, v.370-371, p.158-165, 2012. 
MILAN, M.; PAULETTO, M.; PATARNELLO, T.; BARGELLONI, 
L.; MARIN, M.G.; MATOZZO, V. Gene transcription and biomarker 
responses in the clam Ruditapes philippinarum after exposure to 
ibuprofen. Aquatic Toxicology, v.126, p.17–29, 2013. 
MOREIRA, R.; PEREIRO, P.; COSTA, M.M.; FIGUERAS, A.; 
NOVOA, B. Evaluation of reference genes of Mytilus galloprovincialis 
and Ruditapes philippinarum infected with three bacteria strains for 
gene expression analysis. Aquatic Living Resources, v.27, p.147-152, 
2014. 
MORGA, B.; ARZUL, I.; FAURY, N.; RENAULT, T., Identification of 
genes from flat oyster Ostrea edulis as suitable housekeeping genes for 




MÜLLER, G.D.; LIMA, D.; ZACCHI, F.L.; PIAZZA, R.S.; 
LÜCHMANN, K.H.; MATTOS, J.J.; SCHLENK, D.; BAINY, A.C.D., 
Analysis of transcriptional responses of normalizing genes on 
Crassostrea brasiliana under different experimental conditions. 
Environmental Toxicology and Chemistry, 2017. 
PU, F.; YANG, B.; KE, C. Characterization of reference genes for 
qPCR analysis in various tissues of the Fujian oyster Crassostrea 
angulate. Chinese Journal of Oceanology and Limnology, v.33, 
p.838-845, 2015. 
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